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Diese Habilitationsschrift umfasst den Zeitraum vom Ende der praktischen Arbeiten zur Dissertation
im Jahr 2000 bis zum Mai 2010. Zunächst wird eine Einführung in die bearbeiteten Themenbereiche
gegeben, die die Entwicklung der für diese Arbeit wichtigen Methoden und Konzepte beschreibt. An-
schließend werden die Ergebnisse der experimentellen Arbeiten thematisch zusammengefasst und im
Vergleich zur aktuellen Literatur diskutiert. Als Ergänzung zu den Publikationen aus dem kumulativen
Teil sind auch einige bislang nicht veröffentlichte Daten zur Erläuterung gezeigt. Im Anhang befinden
sich die in Deutsch übersetzten Zusammenfassungen der während dieser Habilitation publizierten Ma-
nuskripte. Daran anschließend sind die Artikel beigefügt.
2 Gliederung der Habilitationsschrift
1 Zusammenfassung
Adenosintriphosphat (ATP) ist von zentraler Bedeutung für alle Lebewesen, da es als Energieträger dazu
eingesetzt wird, eine Vielzahl an Prozessen zu realisieren wie Bewegungen, Informationsübermittlung
oder Fortpflanzung. Die Biosynthese von ATP läuft an biologischen Membranen ab, indem Membran-
proteine einen elektrochemischen Ionengradienten (oft von Protonen) aufbauen, der anschließend von
der ATP-Synthase genutzt wird. Um nun die Funktionsweise dieser energiewandelnden Proteinkomplexe
zu verstehen, ist für viele Untersuchungsverfahren die Isolierung aus der biologischen Membran unter
milden Bedingungen notwendig. Im Rahmen meiner Forschungsarbeit hat sich die Solubilisierung vor al-
lem mit Dodecylmaltosid und Digitonin als sehr geeignet erwiesen, z.B. zur Isolierung der ATP-Synthase
aus verschiedenen photosynthetischen Organismen. Nach chromatographischer Reinigung konnte erst-
mals eine hochreine ATP-Synthase aus dem Cyanobakterium Thermosynechococcus elongatus erhalten
werden, die sich durch ihre hohe Stabilität auszeichnete. Neben der Stabilität war aber auch die Verfüg-
barkeit geeigneter Mengen von großer Bedeutung, was wiederum vor allem für die ATP-Synthase aus
Spinat gegeben ist. Nur durch Probenmengen im Milligramm-Bereich ließen sich umfangreichen Testse-
rien durchführen, wie sie zur Optimierung der 2D-Kristallisation erforderlich waren. Solche 2D-Kristalle
wurden benötigt, um mittels Elektronen- und Raster-Kraft-Mikroskopie bislang unbekannte strukturelle
Details über den membranintegralen Bereich der ATP-Synthase zu enthüllen. Ein wichtiger Durchbruch
der strukturellen Untersuchungen war die Ermittlung der Anzahl an Protonen-transportierenden Unter-
einheiten in der Chloroplasten-ATP-Synthase aus Spinat. Diese Stöchiometrie ist für die Bioenergetik von
elementarer Bedeutung, da dadurch die Effizienz der ATP-Synthese bestimmt wird. Die Ergebnisse konn-
ten in Nature publiziert werden und sind bisher mehr als 245 mal zitiert. Außerdem ist durch meine
Forschungsarbeiten eindeutig gezeigt worden, dass die Anzahl dieser Untereinheiten von der Form der
Untereinheit abhängig ist, nicht aber – wie von anderen vermutet – von den Wachstumsbedingungen der
Organismen.
Ein weiterer Themenkomplex meiner Forschung war die supramolekulare Organisation von Protein-
komplexen. So wurde angenommen, dass Dimere von ATP-Synthasen nur in Mitochondrien auftreten.
Durch die Identifizierung des Dimers der Chloroplasten-ATP-Synthase konnte diese Vermutung widerlegt
werden. Zusätzlich zeigten quantitative Bestimmungen, dass die Menge dieser Dimere in den Chloro-
plasten der Grünalge Chlamydomonas reinhardtii mit dem metabolischen Zustand korreliert ist. Für die
Mitochondrien, vor allem aus Säugetieren, wurde postuliert, dass definierte Zusammenlagerungen der
Atmungskettenkomplexe den effizienten Transport von Substraten zwischen den Komplexen I bis IV ge-
währleisten („Respirasom“). Die eigenen Befunde (über native Gelelektrophorese) legten erstmals dar,
dass solche Strukturen auch in Pflanzen-Mitochondrien existieren. Darüber hinaus ließ sich nachweisen,
dass Digitonin bei Spinat aus einer Chloroplasten/Mitochondrien-Mischung selektiv die Atmungsketten-
komplexe solubilisiert, z.B. Superkomplexe mit der Zusammensetzung I1III2 und I1III2IV1. Größere Men-
gen der Superkomplexe konnten aus Rinderherz-Mitochondrien isoliert werden, durch die Etablierung
der präparativen nativen Gelelektrophorese. Erst nach Elution aus dem Gel waren die Superkomplexe
für eine Strukturanalyse verwendbar. Hierbei ermöglichte die Auswertung elektronenmikroskopischer
Bilder den ersten Einblick in den 3D-Aufbau von I1III2 und I1III2IV1 und eine Lokalisierung des Kom-
plexes IV im größeren Superkomplex. Dies war gleichzeitig der entscheidende Beweis, dass I1III2IV1 der
Hauptbaustein der mitochondrialen Atmungskette in Säugetieren ist, wodurch sich nun exakte Modelle
für den Transfer von Substraten zwischen den Komplexen I, III und IV entwickeln lassen. Außerdem
waren die beiden Strukturen von zentraler Bedeutung für die allgemeine Anerkennung der Existenz von
Superkomplexen. Beim Superkomplex I1III2IV1 zeigte sich auch der Vorteil dieser Art der Organisation,
denn sie erhöht die Stabilität und enzymatische Aktivität.
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2 Forschungsprojekte
Um einen Organismus mit dem zellulären Energieträger ATP zu versorgen, sind verschiedene ener-
gieumwandelnde Membranproteinkomplexe erforderlich. Sowohl bei der Atmungskette als auch bei der
Photosynthese werden als Voraussetzung für die ATP-Herstellung Protonen über die jeweilige Membran
transportiert. Anschließend nutzt die ATP-Synthase diesen elektrochemischen Protonengradienten und
wandelt ihn zunächst in eine Rotationsbewegung von Proteinuntereinheiten um. Diese intramolekulare
Drehbewegung bewirkt dann Konformationsänderungen, welche die ATP-Synthese energetisieren. Der
Transport der Protonen erfolgt durch ein Oligomer identischer Untereinheiten cx. In dieser Protonen-
turbine besitzt jedes einzelne Protein c genau eine Protonenbindestelle, so dass bei einer vollständigen
Rotation des Oligomers die Anzahl an Protonen über die Membran befördert wird, die der Anzahl an
c-Untereinheiten entspricht. Durch die Rotation des cx-Oligomers um 360° werden drei Moleküle ATP
synthetisiert, wodurch sich dann ein Verhältnis von x H+/3 ATP ergibt. Um also die Effizienz der bio-
logischen Energiewandlung von den Erzeugern des elektrochemischen Protonengradienten zur Produk-
tion von ATP abschätzen zu können, ist es erforderlich die Stöchiometrie des Oligomers aufzuklären.
Hierzu sollten neben der ATP-Synthase aus Spinat auch andere photosynthetische ATP-Synthasen iso-
liert werden (z.B. aus der Grünalge Chlamydomonas reinhardtii und dem thermophilen Cyanobakterium
Thermosynechococcus elongatus). Dabei mussten geeignete Reinigungsvorschriften ausgearbeitet werden,
unter Nutzung klassischer Verfahren (Chromatographie, Zentrifugation) sowie Etablierung der präpara-
tiven nativen Gelelektrophorese. Durch die native Elektrophorese sollte außerdem die Organisation der
energieumwandelnden Membranproteinkomplexe analysiert werden. So gibt es sowohl für die Photo-
systeme der Chloroplasten als auch für die mitochondrialen Atmungskettenkomplexe Berichte über ei-
ne definierte Assoziation zu sogenannten Superkomplexen. Eine wichtige Fragestellung hierbei war, ob
neben den bekannten Dimeren der mitochondrialen ATP-Synthase ebenfalls Dimere der Chloroplasten-
ATP-Synthase existieren. Des Weiteren ließ sich das Ausgangsmaterial aus Spinat und der Grünalge zur
Isolierung pflanzlicher Mitochondrien nutzen. Mit diesen Proben können die Atmungskettenkomplexe
I-IV sowie ihre Superkomplexe, die Respirasomen, analysiert werden. Dabei richtet sich ein Fokus auf
die Ermittlung, in wie weit sich verschiedene Superkomplexe in ihrer Funktion und Struktur unter-
scheiden. Da im Labor auch Mitochondrien aus Rinderherz und Ratten zur Verfügung stehen, sollte ein
Vergleich der supramolekularen Organisation in Tieren und Pflanzen vorgenommen werden. Außerdem
kann durch Variation der Wachstumsbedingungen festgestellt werden, ob der metabolische Zustand die-





Die Kompartimentierung, also die Abgrenzung von der Umgebung, stellt einen zentralen Aspekt der
Entstehung bzw. zur Definition von Lebewesen dar [1, 2]. Erst die Bildung von biologischen Membra-
nen schafft definierte Reaktionsräume und trennt damit einen Zellinnenraum von der Umwelt. Diese
Membran besitzt einen hydrophoben Kernbereich, während die polaren Molekülbestandteile zur wäss-
rigen Umgebung exponiert sind. Amphiphile Lipide bilden eine kontinuierliche planare Doppelschicht
mit 4–5 nm Dicke, in die sich Membranproteine aufgrund direkter Wechselwirkung mit den Lipiden
ein- und anlagern [3]. Aufbauend auf dem von E. Overton beim Übergang vom 19. ins 20. Jahrhundert
formulierten Konzept (zusammengefasst in [4]) entwickelte sich durch vielfältige experimentelle Bele-
ge die heutige Vorstellung über biologische Membranen. Während das klassische Membranmodell, das
1972 von S.J. Singer und G.L. Nicolson entworfen wurde, davon ausging, dass integrale Proteine und
Lipide frei innerhalb der zweidimensionalen Fläche diffundieren können (Fluid-Mosaik) [5, 6], kamen
in der nachfolgenden Zeit immer mehr Hinweise auf eine eingeschränkte Beweglichkeit (z.B. [7]). So
führen spezifische Wechselwirkungen von Lipiden und Proteinen zu einer stärkeren Strukturierung und
geringeren Fluidität [8–10]. Die Doppelschicht stellt eine physikalische Barriere für den Transport von
Substanzen dar. Integrale Membranproteine erlauben eine Regulation der Permeabilität dieser Barriere.
Dadurch bewerkstelligen diese Proteine sowohl den Stoff- als auch den Informationsaustausch über die
Lipiddoppelschicht (siehe Abb. 3.1).
Abbildung 3.1: Schematische Darstellung einer biologischen Membran. In die Lipiddoppelschicht sind Membran-
proteine mit unterschiedlichen Aufgaben eingebaut.
Die unterschiedlichen Funktionen der Membranproteine spiegeln sich auch in ihrer Vielfalt wider.
Mindestens 30% aller vom Genom kodierten Proteine sind Membranproteine [11]. Membranintegrale
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Proteine können die Membrandurchlässigkeit steuern, in dem sie die Diffusion entlang eines Konzentra-
tionsgradienten erleichtern (passiver Transport, in Abb. 3.1 gezeigt anhand des Transports von Kohlenhy-
draten). Demgegenüber sind Pumpen auch in der Lage, gegen einen solchen Gradienten zu arbeiten (in
Abb. 3.1 der Transport von Kaliumionen). Dies setzt voraus, dass eine Energiequelle zur Verfügung steht,
wie beispielsweise der zelluläre Energieträger Adenosintriphosphat (ATP). An der Synthese von ATP sind
wiederum Membranproteine maßgeblich beteiligt. Nach P. Mitchell (Nobelpreis für Chemie 1978) wird
dabei zunächst ein elektrochemischer Protonengradient (∆Ψ/∆pH) über der Membran aufgebaut und
anschließend zur Knüpfung einer Phosphorsäureanhydrid-Bindung genutzt [12]. Die wichtigsten Reakti-
onsketten dieser Energiewandlung ermöglichen die Nutzung von Sonnenlicht (Photophosphorylierung)
oder von Reduktionsäquivalenten aus energiereichen Substraten bei der Atmung (oxidative Phospho-
rylierung). Andere Membranproteine fungieren als Katalysatoren zur Synthese hydrophober Substrate
sowie als Strukturelemente (z.B. Filamentstrukturen wie in Abb. 3.1). Für die Kommunikation der Zelle
sind diverse Rezeptoren verantwortlich, die Signale aus der Umgebung in das Zellinnere weitervermitteln
können. Die unterschiedlichen Funktionen der Membranproteine führen dazu, dass sie die interessantes-
ten Ansatzpunkte zur Entwicklung neuer Medikamente in der Pharmaindustrie darstellen. So geht man
davon aus, dass die Zielproteine für 60% aller Medikamente Membranproteine sind [13], mit G-Protein-
gekoppelten Rezeptoren, Transportern und Kanälen als wichtigsten Klassen [14, 15]. Aber auch die als
Strukturelemente dienenden Membranproteine können bei Krankheiten von entscheidender Bedeutung
sein [16].
3.2 Organisation von Proteinkomplexen
Auch wenn einzelne Proteine schon in der Lage sind, diverse Aufgaben zu erfüllen, so steigert sich die
Effizienz bei hoch entwickelten Proteinkomplexen, und anspruchsvolle Reaktionsfolgen werden realisier-
bar. Anfang des 20. Jahrhunderts half vor allem die von T. Svedberg (Nobelpreis für Chemie 1926) ent-
wickelte Ultrazentrifugation bei der Aufklärung, dass mehrere Polypeptidketten eine größere Einheit wie
das Hämoglobin [17] bilden können. Durch die Weiterentwicklung proteinchemischer Methoden gelang
auch der Nachweis von immer mehr Proteinkomplexen (z.B. [18]). Außerdem wurde aus den Analysen
klar, dass viele Proteinkomplexe sehr diffizil aufgebaut sind, wie Komplex I der Atmungskette, der aus
46 Proteinuntereinheiten besteht [19]. Die Bestätigung durch unterschiedliche Techniken verdeutlich-
te, dass Multienzym-Komplexe keine zufälligen Aggregationen, sondern geordnete Strukturen darstellen
[20, 21]. Daher war basierend auf den schon etablierten Bezeichnungen der Primär-, Sekundär- und
Tertiärstruktur [22] sowie der Quartärstruktur [23] eine weitere erforderlich. Mit der Quintärstruktur
können spezifische Proteinwechselwirkungs-Netzwerke beschrieben werden [24]. Als Beispiele dazu sind
helikale Strukturen [25], transiente Wechselwirkungen von Makromolekülen [26] oder die Anordnung
von Citratzyklus-Enzymen als eine zusammengehörige metabolische Einheit [27] aufgeführt. Allerdings
ist die Definition nicht einheitlich [28], so findet sich der Begriff der Quintärstruktur nur selten in der
Literatur.
Gerade die Organisation zu stöchiometrischen Komplexen ermöglicht es, Enzyme eines bestimmten
Stoffwechselwegs (z.B. Protein-, Glykogen- oder Lipidbiosynthese) so anzuordnen, dass Zwischenpro-
dukte direkt zum nächsten Prozessierungsschritt weitergeleitet werden (Substratkanalisierung). Somit
kann die Effizienz von enzymatischen Reaktionen in den unterschiedlichen Zellorganellen gesteigert
werden. Derartige Proteinassoziate besitzen häufig sehr hohe molare Massen, wie schon 1952 eindrucks-
voll die Nachweise des Pyruvat-Dehydrogenase- [29] und des α-Ketoglutarat-Dehydrogenase-Komplexes
[30] mit jeweils deutlich mehr als 106 g/mol zeigten. Für Komplexe von Enzymen einer Stoffwechselse-
quenz, die quasi ein Subkompartiment in einem definierten Reaktionsraum darstellen [31], wurde von
P.A. Srere der Begriff des Metabolons eingeführt [32, 33]. Während sich die ersten Untersuchungen hier-
zu auf Tiere konzentrierten, ließen sich in nachfolgender Zeit auch in Pflanzen vergleichbare Strukturen
identifizieren [34, 35].
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Ein wichtiger Aspekt in diesem Zusammenhang ist das Phänomen des „Macromolecular Crowdings“.
Im Gegensatz zu vielen Lösungen, die meist bei in-vitro-Versuchen eingesetzt werden, sind die Konzen-
trationen an Makromolekülen innerhalb biologischer Zellen sehr hoch. Zum Beispiel liegt die Proteinkon-
zentration in der Zelle bei 200 – 300 g/L (z.B. [36, 37]). Es kann davon ausgegangen werden, dass 20–
30% des Zellinnenvolumens von Makromolekülen eingenommen wird. Dadurch, dass nun Proteine auf-
grund des beengten Platzes in der Zelle in räumliche Nähe zueinander gebracht werden, verstärken sich
Wechselwirkungen zwischen bestimmten Proteinen bzw. Bereichen mit komplementären Eigenschaften
und erleichtern die Ausbildung definierter Komplexe [38, 39]. So sind vermutlich die meisten Enzyme an
weitere Proteine bzw. andere Biomakromoleküle (zumindest kurzzeitig) gebunden. Um diese Situation in
der Zelle zu beschreiben, dient der Begriff „Macromolecular Confinement“ [40]. Abschätzungen reichen
von 60% der Enzyme in gebundener Form, wie für eine Glycerylphosphorylcholin-Phosphodiesterase
gefunden [41], bis zu fast 100%. Solch hohe Werte resultieren aus Versuchen, die z. B. an dem „Au-
gentierchen“ Euglena gracilis durchgeführt wurden [42, 43]. Eine Zelle beinhaltet also statt sehr vielen
zufällig kollidierenden Einzelproteinen vielmehr eine Ansammlung von Proteinmaschinen, die aus zehn
oder mehr Proteinen bestehen [44].
Sehr hohe lokale Proteinkonzentrationen liegen vor allem in biologischen Membranen vor, ein zwei-
dimensionales Crowding. Außerdem haben die Membranproteine eine Vorzugsorientierung zur Ebene
der Lipiddoppelschicht. Somit ist die Interaktion von Membranproteinen und die Zusammenlagerung
zu Proteinkomplexen erleichtert [45, 46]. Aber auch die Lipide können eine Gitterstruktur ausbilden
[47]. Dadurch entsteht eine supramolekulare Organisation in der Membran, wie sie z.B. für Rezeptoren
[48] und Aquaporine [49] gefunden wurde. Die größten Anteile an Membranproteinen im Verhältnis
zu den Lipiden hat man für Membranen bestimmt, die für die Energieumwandlung zuständig sind.
Dementsprechend sind zahlreiche Protein-Protein-Wechselwirkungen zu erwarten. Zur Aufklärung der
supramolekularen Organisation der Photosynthese und der Atmungskette gibt es vielfältige Bestrebun-
gen. Grundlegende anschauliche Eindrücke für die Organisation photosynthetischer Membranen ver-
mittelte die Gefrierbruch-Elektronenmikroskopie [50, 51]. Später ermöglichte die Einzelpartikelanalyse
einen detaillierten Einblick in isolierte Chlorophyll-Protein-Superkomplexe [52, 53]. Aber nicht nur un-
ter Vakuumbedingungen des Elektronenmikroskops, sondern auch im physiologischen Puffer ist eine
Visualisierung möglich. Bei photosynthetischen Bakterien konnte die Raster-Kraft-Mikroskopie an nati-
ven Membranen die Organisation der Photosysteme zeigen [54–56] und mittlerweile bei höheren Pflan-
zen ebenfalls [57]. Für die mitochondriale Atmungskette lieferte nach einer strukturellen Charakterisie-
rung wiederum durch Gefrierbruch−Elektronenmikroskopie [58] vor allem die native Gelelektrophorese
einen entscheidenden Beitrag zur Identifikation von Protein-Superkomplexen (z.B. [59, 60]). Aber auch
durch die Chromatographie konnten Superkomplexe von kleineren Strukturen getrennt und nachge-
wiesen werden. [61] Auf der experimentellen Basis für die Existenz von supramolekularen Assoziaten
werden nun auch die funktionellen Konsequenzen z.B. für den Elektronentransport der Atmungskette
untersucht [62].
3.3 Isolierung von Membranproteinen
3.3.1 Solubilisierung
Die Anordnung von Proteinen in einer Membran ermöglicht die Durchführung von Reaktionen, die ohne
Aufteilung unterschiedlicher Reaktionsräume kaum realisierbar sind. Allerdings erschwert eine derartige
Verankerung die Isolierung intakter Membranproteine, da die Extraktionsprozedur aggressiv genug sein
muss, um die Membran aufzulösen und gleichzeitig empfindliche Proteinkomplexe nicht beeinträchtigen
darf. Durch Zugabe geeigneter Detergenzien kann eine milde Solubilisierung erreicht werden [63, 64].
Meist muss hierbei die Detergenskonzentration mindestens so hoch gewählt werden, dass sich Mizellen
ausbilden können (cmc).
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Abbildung 3.2: Solubilisierung von Membranproteinkomplexen. Bei denaturierenden Detergenzien werden Prote-
inkomplexe während der Solubilisierung in ihre Untereinheiten disassembliert, wobei die Deter-
gensmoleküle an die hydrophoben Untereinheiten binden. Milde Detergenzien können den Protein-
komplex in intakter Form solubilisieren.
Beim Solubilisieren (wie in Abb. 3.2 gezeigt) bedeckt ein Mantel aus Detergensmolekülen die hy-
drophoben Bereiche der Membranproteine und ermöglicht so den Übergang in eine wässrige Lösung.
Erstaunlicherweise ist diese Detergenshülle sogar in der Lage, Membranproteinkomplexe unter Vakuum-
bedingungen zu stabilisieren [65]. Einen entscheidenden Einfluss auf den Ablauf der Solubilisierung hat,
wie zuvor angedeutet, die Art des eingesetzten Detergens. Mit ionischen Detergenzien lässt sich zwar
häufig ein größerer Anteil an Proteinen aus der Membran herauslösen, aber Proteinkomplexe werden
leichter in ihre Untereinheiten disassembliert und essentielle an das Protein angelagerte Lipidmolekü-
le entfernt (siehe Abb. 3.2). Meist sind umfangreiche Tests erforderlich, um das geeignete Detergens
zur Isolierung eines bestimmten Membranproteins zu finden, wie schon Versuche mit der Cytochrom-c-
Oxidase von 1955 zeigten [66]. An der empirischen Auswahl hat sich seitdem nicht viel geändert, denn
parallel zu dem Zuwachs an Wissen über erfolgreiches Solubilisieren unterschiedlicher Proteine hat sich
auch die Anzahl der zur Verfügung stehenden Detergensvarianten erhöht. Im Allgemeinen fällt bei Mem-
branproteinkomplexen die Wahl eher auf nichtionische Moleküle, wie beispielsweise Dodecylmaltosid
oder Digitonin (siehe Abb. 3.3).
Abbildung 3.3: Beispiele für Strukturformeln nichtionischer Detergenzien zur milden Solubilisierung von Membran-
proteinen.
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Das von O. Schmiedeberg 1875 aus dem Samen des Fingerhuts isolierte und benannte Digitonin [67]
wurde seit Ende des 19. Jahrhunderts genauer analysiert. Bedeutende Beiträge zu dessen Strukturaufklä-
rung kamen dabei aus dem Labor von H. Kiliani [68–70], unter anderem auch von A. Windaus (Nobel-
preis für Chemie, 1928). Zusätzlich zu den Untersuchungen der Struktur wurde vor allem die spezifische
Wechselwirkung mit Cholesterol entschlüsselt [71–73]. In den 1930er Jahren erschienen dann erste
Berichte über die Detergens-Wirkung des Digitonins, wie zur Isolierung von Sehpurpur [74] oder von
Chlorophyll-Protein-Komplexen [75]. Mitte der 1950er Jahre etablierte sich Digitonin für die Isolierung
mitochondrialer Proteine, sowohl aus Tieren [76–78], als auch aus Pflanzen [79]. Neben der Möglichkeit,
Membranproteine zu solubilisieren, kann Digitonin bei Thylakoidmembranen auch zur Fraktionierung
in Stroma- und Granaregionen eingesetzt werden [80–85].
Während das kommerziell verfügbare Digitonin direkt aus den Fingerhutsamen isoliert wird, sind die
meisten anderen Detergenzien durch chemische Synthesen in größerem Maßstab herstellbar. Vielfältige
Anwendungen finden heutzutage die auf Mono- oder Disacchariden basierenden Detergenzien [86], mit
Octylglucosid als Prototyp. Durch die Arbeiten von E. Fischer und seinen Mitarbeitern wurden Anfang
des 20. Jahrhunderts eine große Reihe von Alkylglucosiden verfügbar (z.B. [87, 88]). In nachfolgender
Zeit konnte nicht nur die Synthese dieser Substanzen optimiert werden [89], auch ihre physikochemi-
schen Eigenschaften sowie ihr Anwendungsspektrum wurden untersucht [90]. So sind Alkylglucoside
oberflächenaktive Substanzen, die besser an Grenzflächen adsorbieren und geringere Werte für die cmc
aufweisen als vergleichbare ionische Kolloide [91, 92]. Ab Mitte der 1970er Jahre fanden dann durch
weitere Optimierungen der Synthesebedingungen sowohl Octylglucosid als auch Dodecylmaltosid breite-
re Verwendung in der Biochemie [93–95]. Neben Digitonin gehört auch Dodecylmaltosid (DDM) zu den
mildesten Detergenzien. Vor allem bei der Strukturaufklärung von Membranproteinen hat sich Dodecyl-
maltosid bewährt. Wenn man die Vielzahl der bekannten Detergenzien berücksichtigt, liegt der Anteil
der Reinigungsvorschriften, bei denen Membranproteine solubilisiert und schließlich auch erfolgreich
kristallisiert werden konnten, bei DDM mit fast 25% erstaunlich hoch [96].
3.3.2 Reinigung von solubilisierten Membranproteinen
Aufgrund der enormen Bedeutung von Rezeptoren für die Entwicklung neuer Pharmaka gibt es mitt-
lerweile vielfältige Bestrebungen, Membranproteine mit speziellen Modifikationen für eine Affinitätsauf-
reinigung in schnell wachsenden Organismen [97–101] oder zellfrei [102–104] in großem Maßstab zu
exprimieren. Bei Membranproteinkomplexen erreicht diese Methode allerdings ihre Grenzen. So kann
zwar mit den aktuellen Prozeduren auch begonnen werden, einfache Komplexe wie Heterodimere zu
exprimieren [105], aber z.B. für die Multiproteinkomplexe der energieumwandelnden Membranen sind
analoge Ansätze noch in weiter Ferne. So ist man hier auf die meist mühselige Isolierung aus einem
bestimmten Organismus angewiesen. Im Anschluss an eine Solubilisierung der biologischen Membran
müssen daher weitere Reinigungsverfahren eingesetzt werden, um einen ganz bestimmten Membran-
proteinkomplex zu erhalten (siehe Abb. 3.4).
Vor allem die unterschiedlichen chromatographischen Methoden eignen sich zur Isolierung der Mem-
branproteinkomplexe [106–108]. Ein Vergleich der Methoden, die als finaler Reinigungsschritt vor der
Strukturaufklärung eingesetzt wurden, ergab einen sehr hohen Anteil der Größenausschluss-Chromato-
graphie (51,1%) und der Ionenaustausch-Chromatographie (27,7%) [96]. Vor allem die hohe Trenn-
schärfe von aktuellen Ionenaustauschern prädestinieren sie für Hochdurchsatz-Separationen bei der
Membranproteomik [109, 110]. Für viele Isolierungsvorschriften ist der Einsatz der Dichtegradienten-
Zentrifugation unabdingbar. Denn mit dieser Methode lassen sich Zellorganellen trennen [111–120],
unterschiedliche Membranen separieren [121–124], aber auch Membranproteinkomplexe fraktionieren
[125–128]. Bei der Isolierung von bestimmten Zellorganellen bzw. Membranen finden in zunehmenden
Maße wässrige Zwei-Phasen-Systeme mit Detergens und Polymeren Anwendung [129–131]. Um einen




































Abbildung 3.4: Methoden zur Reinigung von Proteinen. Für die Dichtegradienten-Zentrifugation und die native
Elektrophorese ist die resultierende Molekülverteilung beim Ende des Verfahrens gezeigt. Bei den
chromatographischen Methoden ist die Verteilung während der Elution zu sehen, wobei die Mo-
leküle im Pfeil schon von der Säule eluiert sind. Die ersten drei Verfahren (Dichtegradienten-
Zentrifugation, native Elektrophorese und Größenausschluss-Chromatographie) trennen Proteine
nach ihrer Größe. Bei Ionenaustauschern erfolgt die Fraktionierung basierend auf der Eigenladung,
während bei der Affinitäts-Chromatographie eine spezifische Erkennung bestimmter Zielmoleküle
stattfindet. Eine andere Möglichkeit ist die Trennung aufgrund hydrophober Eigenschaften an Säu-
len mit aliphatischen oder aromatischen Matrices.
präparative native Elektrophorese sehr gut, wie in [132] ausführlich dargestellt. Einige Methoden, wie
die Free-Flow-Elektrophorese [133, 134] oder die Trennung in überkritischen Flüssigkeiten [135], zeigen
zwar sehr viel versprechende Trenneigenschaften, sind aber noch nicht weit verbreitet.
3.4 Strukturaufklärung von Membranproteinen
Die große Bedeutung von Membranproteinen (siehe Abschnitt 3.1) führt zu vielfältigen Bestrebungen,
ihre Struktur und Funktion zu entschlüsseln. Bei wasserlöslichen Proteinen ist die Röntgendiffraktion
oft das Mittel der Wahl zur Strukturaufklärung, um also hochauflösende Einblicke in den Aufbau dieser
Proteine zu ermöglichen. Die Voraussetzung für diese Methode ist die Verfügbarkeit von hochgeordneten
3D-Proteinkristallen. Zur Ermittlung geeigneter Bedingungen für die Kristallisation werden mittlerweile
häufig Pipettierroboter eingesetzt. Durch Einsatz solcher automatisierter Verfahren existieren große Da-
tenbanken mit Strukturen wasserlöslicher Proteine in atomarer Auflösung selbst für verschiedene Säuge-
tiere. So enthält die PDB-Datenbank des Brookhaven National Laboratory (http://www.rcsb.org/pdb/)
zur Zeit (Anfang Juni 2010) ca. 56.000 Einträge für Proteine/Proteinkomplexe, deren Struktur über
Röntgendiffraktion gelöst wurde. Demgegenüber liegt die Gesamtzahl der Membranproteinstrukturen
momentan bei etwa 240 in der Datenbank von S. White (Universität von Kalifornien, Irvine, http:
//blanco.biomol.uci.edu/Membrane_Proteins_xtal.html). Hierbei sind die Daten aller Strukturauf-
klärungsmethoden zusammengefasst, und gleiche Proteine aus unterschiedlichen Spezies sind separat
in dieser Datenbank hinterlegt. Daher sind weniger als 1% aller hochauflösenden Proteinstrukturen sol-
che von Membranproteinen [136]. Während für wasserlösliche Proteine Ansätze mit standardisierten
Additiv-Mischungen in vielen Fällen zum Erfolg führen, ist bei Membranproteinen oft sogar die Präpara-
tion von geeignetem Ausgangsmaterial zur Kristallisation problematisch.
Die in den letzten Jahren deutlich steigende Anzahl von Membranproteinstrukturen ist den welt-
weiten Anstrengungen zu verdanken, um dreidimensionale Kristalle dieser Makromoleküle zu erhal-
ten (z.B. [137–145]). Trotzdem sind viele Details, die z.B. zur Entwicklung neuer Medikamente gegen
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Krankheiten benötigt werden, noch unentdeckt. Die Einführung neuer Techniken, wie die Antikörper-
Fragment vermittelte Kristallisation [141, 146] oder die Einbettung in kubische Lipidphasen [147]
bzw. Lipid-Schwammphasen [148], lässt für die Zukunft hoffen, dass noch weit mehr Membranprote-
instrukturen aufgeklärt werden können. Neben der Röntgenstrukturanalyse ist die Kernspinresonanz-
Spektroskopie (NMR) von sehr großer Bedeutung bei der Strukturaufklärung von Proteinen. In der
Membranprotein-Datenbank (http://blanco.biomol.uci.edu/Membrane_Proteins_xtal.html) sind
unter den 240 Strukturen 39, die durch NMR bestimmt wurden. Für die Messung in Lösung eignen sich
periphere aber auch integrale Membranproteine [149]. Ähnlich wie bei der Kristallisation sollten mem-
branintegrale Proteine für die Untersuchung mittels Kernspinresonanz-Spektroskopie in solubilisierter
Form vorliegen, oft in Mizellen oder Bizellen [150]. Ein Vorteil im Vergleich zur Strukturanalyse an
Hand von 3D-Kristallen ist die Möglichkeit, auch flexiblere Bereiche von Proteinen zu erfassen und so-
mit Aussagen über die Proteindynamik zu erhalten [151]. Allerdings müssen für die NMR-Untersuchung
Proteinlösungen mit Konzentrationen im Bereich von mehreren mg/mL vorliegen, was bei Membran-
proteinen teilweise schwierig zu erreichen ist. Eine andere Limitierung ist die steigende Komplexität
der Messsignale mit zunehmender Proteingröße, so wird momentan als Grenze für die Strukturaufklä-
rung mittels NMR in Lösung eine molare Masse von etwa 100.000 g/mol angegeben [152]. Statt als
solubilisierte Spezies können derartige Analysen von Membranproteinen aber auch als Festphasen-NMR
an Membransystemen stattfinden. Aber die bisherigen Anwendungen dieser Technik konzentrieren sich
weniger auf die Aufklärung einer vollständigen Proteinstruktur, sondern vorwiegend auf die Interakti-
on kleinerer Metabolite mit Membranproteinen. So wird die Festphasenmethode zur Untersuchung von
Transportproteinen eingesetzt, um die Translokation kleiner Moleküle zu verfolgen [153], oder zur Cha-
rakterisierung der Bindung von Liganden an G-Protein-gekoppelte Rezeptoren [154].
Wenn keine 3D-Kristalle oder auch keine geeignete Probe zur Vorbereitung der NMR zur Verfügung
stehen, gibt es eine Reihe von Techniken, um trotzdem wichtige Informationen über Membranproteine
zu erhalten (z.B. [155, 156]). Diese Methoden sind aber nicht nur als Alternative sondern auch als
Ergänzung zu den zuvor beschriebenen Verfahren anzusehen, da ein einzelner Weg meist nur einen
ausgewählten Ausschnitt zeigt. So vervollständigen sich die Informationen unterschiedlicher Verfahren
zu einem komplexen Gesamtbild [157–160].
Viele klassische Techniken, wie die Infrarotspektroskopie (IR) oder der Circulardichroismus (CD), kön-
nen als Routineverfahren nützliche Informationen über Strukturelemente oder die Dynamik von Pro-
teinen liefern [161–167]. Für die Bestimmung von Abständen bzw. Wechselwirkungen von Proteinen
mit Substraten oder anderen Proteinen, leisten die Fluoreszenzspektroskopie und die Elektronenspin-
Resonanzspektroskopie sehr wichtige Beiträge [168–173]. Die zuletzt genannte Methode basiert auf
der Aufspaltung von Energieniveaus in einem Magnetfeld und setzt ungepaarte Elektronenspins voraus.
Solche Voraussetzungen für das Verfahren der Elektronenspinresonanz sind bei etlichen Proteinen mit
Metallzentren oder aber mit Radikalen (z.B. Tyrosyl-Radikale oder Spin-Markierungen) gegeben. Bei
der Fluoreszenzspektroskopie findet meist zunächst eine Markierung mit geeigneten Sonden statt. Da-
nach kann die Messung in Fluoreszenzspektrometern erfolgen, die in vielen Labors zu finden sind. Auch
die Massenspektrometrie ist mittlerweile weit verbreitet und wird routinemäßig zur Identifizierung von
Proteinen eingesetzt. Aber nicht nur für Verfahren mit hohem Probendurchsatz sondern auch für de-
taillierte Analysen eines einzelnen Proteins oder Proteinkomplexes eignet sie sich. So können Protein-
Interaktionen untersucht werden, wobei meist eine Kombination mit chemischer Quervernetzung ge-
nutzt wird [174]. Dass eine kovalente Verknüpfung von Polypeptidketten aber nicht zwingend erforder-
lich ist, zeigen Studien, bei denen Proteinkomplexe unter den Bedingungen der Massenspektrometrie
erhalten bleiben [175–177].
Sowohl die Isolierung als auch die anschließende Kristallisation von Membranproteinen stellen in der
Biochemie eine große Herausforderung dar. Insbesondere, wenn die Membranproteine als Komplexe
aus vielen unterschiedlichen Untereinheiten vorliegen, ist es schwierig, ein Puffersystem mit den ge-
eigneten Additiven zu finden, das die Langzeit-Stabilität gewährleistet. Eine solche Stabilität ist aber
wiederum die Voraussetzung für die Reinigung des Zielproteins, um überhaupt erst das Ausgangsmate-
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Abbildung 3.5: Zweidimensionale Kristallisation von Proteinen. Durch die Entfernung des Detergens aus
der ternären Mischung Membranprotein-Lipid-Detergens bilden sich spontan Lipid-Protein-
Doppelschichten. Spezifische Wechselwirkungen können dazu führen, dass sich die Proteine bei die-
sem Prozess in einem zweidimensionalen Gitter anordnen. Die unterschiedlichen Strukturen sind
an Hand von elektronenmikroskopischen Aufnahmen gezeigt. Hierbei wurde Chloroplasten-ATP-
Synthase aus Spinat als Probe für einen 2D-Kristallisationsansatz verwendet. Nach Zugabe einer
Lipidmischung aus Sojabohnen (Asolectin) erfolgte die Kristallisation durch Entfernung des Deter-
gens DDM durch Adsorption. Vor der elektronenmikroskopischen Untersuchung wurden die Proben
mit Uranylacetat negativ kontrastiert. Die Abbildung ist modifiziert aus der Dissertation entnommen
[178].
rial für alle weiteren Versuche zu erhalten. Im Gegensatz zur Röntgenkristallographie mit ihren hohen
Anforderungen an die Probe können Einzelpartikel-Studien direkt nach einer Detergens-basierten Solu-
bilisierung und grober Vorreinigung durchgeführt werden [179, 180]. Für eine derartige Analyse erfolgt
die Auswahl der gesuchten Proteinspezies mittels Elektronenmikroskopie. Hierbei wird die Probe mit
dem Protein(komplex) zunächst auf ein Probenträgernetzchen aufgetragen. Wenn man einzelne Protei-
ne oder kleine Proteinkomplexe untersuchen will, ist die einfachste Möglichkeit für die Visualisierung die
sogenannte Negativkontrastierung mit Schwermetallsalz-Lösungen. Allerdings wird der verbesserte visu-
elle Kontrast und die hohe Stabilität des somit erhaltenen Präparats unter den Vakuumbedingungen des
Elektronenmikroskops auf Kosten der biologischen Relevanz und der Auflösung erreicht. Durch die Ne-
gativkontrastierung richtet sich die Analyse auf die Metallschicht, in die die Proteinspezies eingebettet
sind. Dadurch werden wichtige Details überdeckt, und zusätzlich kann es noch zu starken Änderun-
gen der Proteinoberfläche kommen. Diese Probleme lassen sich durch eine Einbettung in amorphes Eis
vermeiden. Mittels Kryoelektronenmikroskopie und geeigneter Bildverarbeitung können hochauflösende
Einblicke in den Aufbau nativer großer Makromoleküle erzielt werden [128, 181, 182]. Auch die frühe-
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ren Beschränkungen der Einzelpartikelanalyse sind in den letzten Jahren durch verbesserte Techniken
aufgehoben worden, so dass die Auflösung allmählich den Subnanometer-Bereich erreicht [183].
Da Membranproteine in vivo in ihre biologische Membran integriert sind, weisen sie als Detergens-
solubilisierte Spezies andere Eigenschaften als in einer natürlichen Lipidumgebung auf. Daher spiegeln
strukturelle Analysen nativer Membranen oder rekonstituierter Systeme besser den biologischen Kontext
wider. Auch für derartige Anwendungen ist die Elektronenmikroskopie wieder eine wichtige Grundlage.
Zunächst erlaubt sie ein schnelles Sichten unterschiedlicher Probenansätze, kann dann aber auch zur
endgültigen Strukturanalyse mit hoher Auflösung eingesetzt werden, als sogenannte Elektronenkristal-
lographie [184]. Als Probenmaterial sollten die Membranproteine in einem festen zweidimensionalen
Gitter vorliegen. Eine nahezu kristalline Anordnung (zweidimensionaler Kristall) ist dabei vorteilhaft,
um hohe Auflösungen zu erreichen. Diese 2D-Kristalle wiederum erhält man üblicherweise durch die
Entfernung des Detergens aus einer Mischung des gereinigten Membranproteins in Detergenslösung mit
bestimmten Lipiden [185, 186], wie schematisch in Abb. 3.5 gezeigt. Über den Erfolg des Verfahrens
(hochgeordnete 2D-Strukturen) entscheidet dabei meist der Schritt des Verringerns der Detergenskon-
zentration. Um unterhalb einer Konzentration zu kommen, ab der die Bildung von Lipid-Protein-Gittern
möglich ist, wird häufig die Dialyse eingesetzt. Daneben kann aber auch die Adsorption des Detergens an
hydrophobe Kügelchen [187], oder die kontrollierte Verdünnung [188] verwendet werden. Auch wenn
zur Visualisierung der 2D-Kristalle statt der klassischen Negativkontrastierung die Kryoelektronenmikro-
skopie dient, liegt der generelle Nachteil der Elektronenmikroskopie aber immer in der Exposition von
empfindlichen biologischen Proben gegenüber Vakuumbedingungen.
Wenn eine Probe statt fixiert oder tiefgefroren in einer physiologischen Pufferumgebung strukturell
untersucht werden soll, eignet sich die Raster-Kraft-Mikroskopie (engl. atomic force microscopy, AFM).
Diese Methode wurde von G. Binnig et al. im Jahr 1986 vorgestellt [189]. Im gleichen Jahr erhielt er
auch den Nobelpreis für Physik für die Entwicklung des Rastertunnelmikroskops (zusammen mit H.
Rohrer). Zusammen mit Binnig und Rohrer kam E. Ruska ebenso im Jahr 1986 zur späten Ehre des
Nobelpreises für die Entwicklung des Elektronenmikroskops. Bei der Raster-Kraft-Mikroskopie tastet ei-
ne sehr dünne Spitze (im Idealfall nur ein Atom) die Probe ab und detektiert das Oberflächenprofil.
Die Messspitze befindet sich an einem Cantilever (Hebelarm/Blattfeder), dessen Auslenkung meist über
einen Laserstrahl und Photodetektoren aufgezeichnet bzw. gesteuert werden. Wenn die Messspitze an
eine Probe in einer Flüssigskeits-Messzelle herangeführt wird, sind zunächst die anziehenden Kapillar-
kräfte entscheidend. In größerer Nähe zur Probe überwiegen van-der-Waals- und elektrostatische Wech-
selwirkungen. Bei der zeilenweisen Abtastung biologischer Proben können unterschiedliche Messmodi
eingesetzt werden [190]. Eine sehr hohe Auflösung bietet der Kontaktmodus, bei dem die Spitze so
nah an das Untersuchungsobjekt geführt wird, bis die repulsiven Wechselwirkungen dominieren und die
Spitze von der Probe weg gelenkt wird. Hierbei kommt es zwar zu einer starken mechanischen Beanspru-
chung des weichen biologischen Materials, aber die erreichte Bildqualität ist anderen Aufnahmemodi mit
größeren Abständen, bei denen die Spitze in oszillierende Bewegung versetzt wurde, überlegen [191].
Gerade für die Untersuchung von Membranproteinen hat sich die Raster-Kraft-Mikroskopie mittlerweile
durchgesetzt und ergänzt sich optimal mit der Elektronenmikroskopie [192–194]. Die Möglichkeit zur
Darstellung der Topographie von isolierten, nativen Membranen mit hoher Proteindichte kann nun auch
auf die Visualisierung lebender Zellen ausgedehnt werden [195]. Der große Vorteil der Methode besteht
darin, dass nicht nur das Oberflächenprofil der Probe sondern eine Reihe weiterer Eigenschaften (Elasti-
zität, elektrostatisches Potenzial, Ionenleitfähigkeit) erfasst werden können. Außerdem lässt sich durch
Berührung von Proteinen mit der Spitze und anschließendem Herausziehen der Polypeptidkette aus der
Membran ein Kraftspektrum aufnehmen [196]. Für viele spezielle Anwendungen kann die Messspitze auf
unterschiedliche Weise funktionalisiert werden [193], zum Beispiel zur direkten Messung von Protein-
Protein-Wechselwirkungen. Eine weitere Möglichkeit bei der AFM ist die Verwendung der Messspitze
als Nanomanipulator, beispielsweise um bei ATP-Synthasen den hydrophilen vom membranintegralen
Subkomplex zu trennen [197].
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Abbildung 3.6: Klassische Vorstellung von der Anordnung der Atmungskettenkomplexe in der inneren mito-
chondrialen Membran. Elektronen werden von NADH oder Succinat zum terminalen Akzeptor
Sauerstoff übertragen. Die Hauptkomponenten dieses Prozesses sind die großen Transmembran-
Proteinkomplexe (Komplexe I–IV) und die kleinen mobilen Elektronenüberträger Ubichinon und
Cytochrom c. Die Komplexe I, III und IV etablieren hierbei einen elektrochemischen Protonengra-
dienten über der Membran (dargestellt als graue Pfeile). Die ATP-Synthase (auch als Komplex V
bezeichnet) nutzt diesen Gradienten zur Produktion von ATP. Die Darstellung basiert auf der Gestalt
der Komplexe aus der Röntgenkristallographie bzw. Elektronenmikroskopie und ist aus [198] modi-
fiziert entnommen. Bei Komplex I zeigt der gelbe Umriss die elektronenmikroskopische Struktur von
Komplex-I-Einzelpartikeln aus Yarrowia lipolytica [199]. In diesem Umriss ist die gerade publizierte
Kristallstruktur von Komplex I aus Thermus thermophilus intuitiv platziert [200].
Eine zentrale Rolle im Energiestoffwechsel aller Organismen spielt das Molekül Adenosintriphosphat
(ATP). 1929 entdeckten K. Lohmann bzw. C.H. Fiske und Y. Subbarow ATP in Zellextrakten [201–203].
Zur Erklärung der Funktion als universeller Energieträger führte F. Lipmann (Nobelpreis in Physiologie
und Medizin 1953) den Begriff der energiereichen Bindung ein [204]. Zwar setzen Organismen häufig
ein Äquivalent ihrer eigenen Körpermasse pro Tag an ATP um, aber die „steady-state“-Menge ist deutlich
geringer, beim Menschen ca. 50–200 g. Für die technische Gewinnung von ATP eignen sich alternati-
ve Wege, wie die von A.R. Todd entwickelte ATP-Totalsynthese (Nobelpreis für Chemie im Jahre 1957
[205, 206]). Um ATP für unterschiedliche Anwendungen verfügbar zu haben, bauen Organismen im All-
gemeinen einen elektrochemischen Protonengradienten über einer Membran auf (wie bereits im Kapitel
3.1 erwähnt), der dann von der ATP-Synthase genutzt werden kann. In Eukaryonten sind die Mitochon-
drien bzw. die Chloroplasten die wichtigsten Zellorganellen für die ATP-Synthese. Daneben gibt es aber
auch die sogenannten ektopen ATP-Synthasen auf der Zelloberfläche des Endothels. Da deren enzymati-
sche Aktivität vor allem bei Tumor-typischen niedrigen pH-Werten hemmbar ist (durch Angiostatin), wer-
den ektope ATP-Synthasen als wichtiger Einsatzort bei der Behandlung von Tumoren angesehen [207].
Die Abbildung 3.6 verdeutlicht am Beispiel der Atmungskette in der inneren mitochondrialen Membran
wie durch elektronentransportierende Proteinkomplexe der elektrochemische Protonengradient für die
Synthese von ATP aufgebaut wird. In dieser Abbildung ist die Anordnung für die Proteinkomplexe ge-
zeigt, wie sie auch in den Lehrbüchern zu finden ist: als isolierte Einzelkomplexe. Später wird als zweites
Modell die Organisation als Superkomplexe vorgestellt, wobei hier durch räumliche Nähe eine direkte
Übertragung von Substraten möglich ist (siehe Abb. 3.9(B)).
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3.5.1 Die ATP-Synthase
Aufbau der ATP-Synthase
Als Anfang der 1960er Jahre isolierte Mitochondrien mittels Elektronenmikroskopie untersucht wur-
den, ließen sich sogenannte Elementarpartikel mit einem polyedrischen Kopf von 8–10 nm und zylindri-
schem Stamm identifizieren [208] (siehe Abbildung 3.7). Weitere Untersuchungen konnten schließlich
zeigen, dass es sich hierbei um ATP-Synthasen handelt [209]. Die als Kopf bezeichnete Einheit ist der
Subkomplex F1, in dem die Synthese von ATP stattfindet. Dieser Subkomplex ist wiederum aus meh-
reren Proteinunterheiten mit definierter Stöchiometrie aufgebaut. Je nach Organismus variiert die Be-
zeichnung der Untereinheiten (siehe Abb. 3.7). Abbildung 3.7 bezieht sich ebenso wie große Teile des
nachfolgenden Ergebnisteils auf die Chloroplasten-ATP-Synthase bzw. die ATP-Synthase aus Cyanobak-
terien. Hierbei ist zu erkennen, dass die Untereinheiten von (C)F1 mit griechischen Buchstaben nach
abnehmender Masse bezeichnet sind. (C)F1 lässt sich als hydrophiler Subkomplex von dem membran-
integralen Bereich trennen, ist dann aber nicht mehr zur Synthese von ATP in der Lage, sondern kann
nur noch ATP hydrolysieren. Der abgetrennte F1-Komplex kann deutlich einfacher charakterisiert wer-
den als die fragile Gesamt-ATP-Synthase. Er lässt sich aus Chloroplasten durch EDTA-Behandlung bei
niedrigen Ionenstärken isolieren [210], und das sogar in recht hohen Mengen (bis zu 400 mg aus 2 kg
Spinat [211]). Bei F1 aus Chloroplasten (CF1) sind Kristallstrukturen mit einer Auflösung von ca. 0,32
nm bekannt [212, 213]. In diesen Strukturen sind die Untereinheiten α und β in jeweils drei Kopien
vorhanden und γ sowie ε, die zum zentralen Stiel der ATP-Synthase gehören, jeweils einmal enthalten.
Eine ähnliche Zusammensetzung findet man auch in den Strukturen der Rinderherz-ATP-Synthase [214],
für deren Aufklärung 1997 der Nobelpreis für Chemie an J. E. Walker verliehen wurde.
Abbildung 3.7: Aufbau der photosynthetischen ATP-Synthasen. Nach Negativkontrastierung lässt sich der CF1-Teil
(Kopf) der ATP-Synthase mittels Elektronenmikroskopie identifizieren (A). Hierbei wurde die ATP-
Synthase analog zu [178] in Liposomen mit Asolectin rekonstituiert (siehe auch Abb. 3.5). (B) zeigt
schematisch die Unterteilung der ATP-Synthase in zwei Subkomplexe und die Hemmung mit dem In-
hibitor Dicyclohexylcarbodiimid (DCCD). Je nach Organismus variiert die Masse der Untereinheiten
(C).
Im Gegensatz zu den Untereinheiten α3β3γ des F1-Komplexes (siehe auch Abb. 3.8) ist die Struk-
turaufklärung der Untereinheiten des peripheren Stiels schwieriger. Die größten Probleme treten aber
bei der Analyse der membranintegralen Untereinheiten auf. Da bislang noch keine Kristallisation einer
vollständigen ATP-Synthase gelang, sind Informationen über Teilbereiche, wie für die hydrophilen Unter-
einheiten des peripheren Stiels der ATP-Synthase [215] bzw. für den fast vollständigen peripheren Stiel
[216], sehr nützlich. Solche Teilinformationen mit hoher Auflösung lassen sich dann in gröbere Einzel-
partikelstrukturen aus der Elektronenmikroskopie einfügen [217, 218]. Gerade für den membraninte-
gralen FO-Bereich sind auch Strukturinformation niedriger Auflösung sehr wichtig für das Verständnis
der Funktion der ATP-Synthase. Während die im F1-Teil ablaufenden Konformationsänderungen wäh-




Abbildung 3.8: Untereinheiten der Chloroplasten-ATP-Synthase. CF1FO ist aus neun verschiedenen Untereinheiten
aufgebaut, die sich mittels SDS-Gelelektrophorese trennen und identifizieren lassen (A). Je nach
Probenvorbereitung erscheint Untereinheit III in denaturierenden Gelen als Oligomer (III14) oder
als Monomer. (B) zeigt schematisch den Aufbau der ATP-Synthase (modifiziert nach [219]). In (C)
ist eine rasterkraftmikroskopische Aufnahme der Protonenturbine III14 gezeigt (entnommen aus
[220]).
Gemeinsam mit J. E. Walker erhielt 1997 auch P. D. Boyer den Nobelpreis. Sein Anteil war das
Konzept, wie die ATP-Hydrolyse funktioniert und in der Umkehrung der Prozesse die Synthese – der
Bindungswechsel-Mechanismus [221]. Die Grundlage des Konzepts ist, dass sich während der enzymati-
schen Aktivität die Bindungseigenschaften der ATP-Synthase-Untereinheiten ändern. Die entscheidende
Untereinheit hierbei ist β , die nacheinander drei unterschiedliche Konformationen einnimmt. In der ge-
schlossenen Konformation kann sich ATP spontan aus ADP und Phosphat bilden, so dass sich die Frage
stellt, wodurch die Änderungen der Proteinstruktur hervorgerufen werden. Für diese Konformationsän-
derungen ist die Untereinheit γ (zusammen mit ε) ausschlaggebend. Wie in Abbildung 3.8 erkennbar,
befindet sich γ als zentraler Stiel innerhalb der Untereinheiten α3β3. Durch eine Vielzahl an Experi-
menten (zusammengefasst in [222]) konnte gezeigt werden, dass sich der zentrale Stiel relativ zu α
und β dreht: er bildet den Rotor. Da die Drehachse aber eine konische Form aufweist, also verstärkt
durch ε asymmetrisch ist, führt die Drehbewegung zu Konformationsänderungen bei α und β . Bei einer
vollständigen Rotation bilden sich an den drei β-Untereinheiten auch drei Moleküle ATP.
Der Bindungswechsel-Mechanismus erklärt zwar die ATP-Bildung, aber es stellt sich als nächste Frage,
was eigentlich die Triebkraft für die Drehung von γ und ε ist. Wenn man nur den F1-Teil der ATP-Synthase
betrachtet, lässt sich dies schwerlich klären, dazu muss die Gesamtstruktur berücksichtigt werden, für
Chloroplasten also CF1FO. Der membranintegrale FO-Komplex besteht bei Chloroplasten und Cyanobak-
terien aus vier verschiedenen Untereinheiten (I-II-III-IV bzw. a-b-b’-c, siehe Abb. 3.7). Der Buchstabe „O“
in FO stammt aus dem Befund, dass in der mitochondriale ATP-Synthase die ATP-Hydrolyse durch den
Inhibitor Oligomycin gehemmt werden kann [223]. Als entscheidende Komponente für die Drehung von
γ und ε kommt bei Verlängerung der Drehachse in den Membranbereich die Untereinheit III/c ins Spiel.
Diese Untereinheit ist ein Prototyp der sogenannten Proteolipide, also sehr hydrophober Proteine, die
ähnlich den Lipiden durch Chloroform-Methanol-Mischungen extrahierbar sind [224].
γ und ε sind z.B. in Ilyobacter tartaricus sehr fest (Dissoziationskonstante von etwa 7,4 nM [225]) an
Untereinheit c gebunden, so dass alle drei Untereinheiten gemeinsam den Rotor bilden und sich drehen.
Allerdings kommt die Untereinheit III/c nicht nur in einer Kopie im Gesamtkomplex vor, sondern bildet
ein Homooligomer. Dieses Oligomer rotiert als Gesamtheit – auch dies konnte mittlerweile nachgewiesen
werden [226, 227]. Die Triebkraft für die Rotation des Oligomers IIIx/cx ist der elektrochemische Pro-
tonengradient. Durch Inhibitorstudien mit Dicyclohexylcarbodiimid (DCCD) ließ sich der entscheidende
Zusammenhang zwischen Untereinheit III/c und dem Protonenfluss feststellen (siehe Abbildung 3.7).
Bei Spinatchloroplasten, deren CF1-Teile durch EDTA-Behandlung entfernt worden waren, wurde ein be-
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obachtetes Protonenleck mit DCCD verschlossen [228]. Für Rinderherz konnte als Zielprotein der DCCD-
Behandlung eine Untereinheit der ATP-Synthase mit geringer Masse identifiziert werden [229]. Später
stand auch für Spinat fest, dass das DCCD-bindende Protein die Untereinheit III der Chloroplasten-ATP-
Synthase ist, welche auch Protonen bindet [230]. Als entscheidende Aminosäure sowohl für die DCCD-
als auch für die Protonenbindung fungiert in CFO aus Spinat der mitten im hydrophoben Bereich der
Membran gelegenene Glutamat-Rest Glu-61 [231].
Da pro Untereinheit III/c genau ein Proton bindet, werden mit einer kompletten Umdrehung eines
Oligomers bestehend aus x Untereinheiten III/c auch x Protonen bewegt [232]. Für die Chloroplasten-
ATP-Synthase ist beschrieben, dass für den Protonentransport über die Membran die Anwesenheit des
Oligomers IIIx und der Untereinheit IV erforderlich sind [211]. Zur Funktionsweise von FO, dem Zusam-
menwirken von IIIx/cx mit IV/a, erarbeitete W. Junge ein Modell [233], das später detaillierter dargestellt
wurde [234, 235]. Untereinheit IV/a stellt die Protonenzugangs- sowie Protonenauslasskanäle zur Ver-
fügung. Von der einen Seite der Membran ausgehend wird Untereinheit III/c mit Protonen versorgt, die
Abgabe erfolgt auf der gegenüberliegenden Seite [236, 237]. Nach dem aktuellen Modell [238] rotiert
die Protonenturbine IIIx/cx durch Brown’sche Molekularbewegung ständig vorwärts und rückwärts in-
nerhalb der Membranebene. Wenn Glutamat 61 protoniert ist, lässt sich die zugehörige Untereinheit III
leichter im hydrophoben Inneren der Membran bewegen als bei III mit negativ-geladener Aminosäure. So
entsteht durch die Protonierung eine Vorzugsrichtung. Bei einer vollständigen Rotation der Protonentur-
bine IIIx/cx bewegt sich die am Zugangskanal protonierte Untereinheit III/c solange durch die Membran,
bis sie in die Nähe des Protonenauslasskanals von IV/a kommt. Von dort aus werden die an III gebunde-
nen Protonen wieder abgegeben, und Glu-61 steht für die erneute Protonierung am Zugangskanal von
IV zur Verfügung.
Bedeutung der Protonen-transportierenden Untereinheiten
Wenn die Umwandlung des elektrochemischen Protonengradienten in chemische Energie bilanziert
wird, ergibt sich bei der Rotation des Oligomer IIIx/cx um 360°, dass x Protonen für die Synthese von
drei ATP-Molekülen genutzt werden. Die Anzahl an Protonen pro ATP, das sogenannte Kopplungsver-
hältnis, ist ein wichtiger Wert zur Einschätzung der energetischen Effizienz von ATP-Synthasen sowie
aller vorgelagerter Prozesse (Atmungskette oder Photosynthese) [239]. Für Mitochondrien lagen die zu-
nächst von P. Mitchell beschriebenen H+/ATP-Verhältnisse bei 2 [240]. Nachfolgende Untersuchungen
ergaben unterschiedliche Werte zwischen 2 und 3,8 für Mitochondrien, bei Chloroplasten zwischen 2
und 5 [241]. Die Angaben in Lehrbüchern waren meist ganzzahlig, bei 3 oder 4, woraus eine Anzahl von
9 oder 12 Untereinheiten c gefolgert werden. Durch Fortschritte in der Isolierung und Strukturaufklärung
gelang mittlerweile die Ermittlung der Stöchiometrie von Oligomeren aus verschiedenen Organismen.
So standen zu Beginn dieser Arbeit (Jahr 2000) für Hefe-Mitochondrien 10 Untereinheiten [242] und
für Spinat-Chloroplasten 14 Untereinheiten [220] fest. Entgegen der Tendenz zu der durch drei teilbaren
Anzahl von 9 oder 12 Untereinheiten [243], ergibt sich aus den gefundenen Werten eine „Fehlanpassung
der Symmetrie“ mit 10 H+/3 ATP (Hefe-Mitochondrien) bzw. 14 H+/3 ATP (Spinat-Chloroplasten). Au-
ßerdem haben nicht alle ATP-Synthasen die gleiche Anzahl an Untereinheiten im Oligomer, sondern es
liegt eine große Bandbreite vor.
Ein zentrales Thema, das aktuell von vielen Forschern bearbeitet wird, ist die Suche nach der Ursache
und Auswirkung der unterschiedlichen Stöchiometrien von c-Untereinheiten im Oligomer [244]. Die
Information über die Stöchiometrie kann beispielsweise genetisch verankert sein, so dass in besonderen
Fällen das komplette Oligomer als eine Gensequenz kodiert ist, wie für das Archaeon Methanopyrus
kandleri gezeigt [245]. Es wird diskutiert, dass Chaperone bei der Assemblierung des Oligomers behilflich
sind [246, 247]. Die Form einer einzelnen Untereinheit c könnte aber auch die Größe des vollständigen
Oligomers festlegen, was die Selbstzusammensetzung der zylinderartigen Oligomere erleichtert [248].
Wenn nun die Stöchiometrie nicht starr fixiert ist, kann sich der metabolische Zustand auf die Anzahl
an Untereinheiten im Oligomer auswirken [249, 250]. Die eigenen Untersuchungen zu den letzten zwei
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Aspekten (im Abschnitt 4.2.2 ab Seite 42) belegen, dass die Form des Monomers entscheiden für die
Oligomer-Stöchiometrie ist und der metabolische Zustand keinen Einfluss auf die Stöchiometrie hat.
Das Interesse am membranintegralen Bereich der ATP-Synthase wird mittlerweile auch durch die For-
schung der pharmazeutischen Industrie verstärkt, die hier einen Ansatz zur Entwicklung neuer Wirkstoffe
sieht [251]. Dabei stehen sowohl eher seltene vererbte Stoffwechselkrankheiten als auch weitverbreitete
Infektionserkrankungen im Fokus. Ein Beispiel für den ersten Punkt sind bestimmte lysosomale Speicher-
krankheiten, die autosomal-rezessiv vererbt werden. Unter dem Überbegriff der sogenannten neuronalen
Ceroid-Lipofuszinose sind genetisch verschiedene neurodegenerative Erkrankungen zusammen gefasst,
im Englischen mit der Bezeichnung „Batten disease“ [252, 253]). In den USA und skandinavischen Län-
dern sind hiervon etwa 1 von 12.500 Lebendgeburten betroffen, weltweit 1 von 100.000 [254]. Ein
wichtiges Merkmal dieser Erkrankung sind Ablagerungen von Lipopigmenten, die zum großen Teil aus
der Untereinheit c der mitochondrialen ATP-Synthase bestehen [255]. Die Patienten besitzen einen durch
posttranslationale Modifizierung dreifach methylierten Lysin-Rest in der Untereinheit c, dessen Ursachen
und Auswirkungen noch nicht geklärt werden konnten [256]. Für die Wirkstoff-Forschung im Bereich
von weitverbreiteten Erkrankungen durch pathogene Erreger ist es entscheidend, dass die Aminosäu-
resequenzen der Untereinheiten a bzw. c von Säugetieren zwar sehr ähnlich sind, sich aber deutlich
von den Sequenzen in Mikroorganismen unterscheiden. Aufgrund der starken Konservierung besteht die
Hoffnung, dass Medikamente entwickelt werden können, die spezifisch an die Untereinheiten a/c patho-
gener Bakterien binden, aber nicht an die humanen Analoga [257]. Eine wichtige Anwendung betrifft die
Tuberkulose, deren Erreger Mycobakterien sind, die etwa ein Drittel der Weltbevölkerung infiziert haben.
Erste Ergebnisse zeigten, dass Diarylchinoline selektiv die mycobakteriellen ATP-Synthasen ausschalten
können [258]. Mittlerweile steht auch fest, dass das Zielprotein der Behandlung die Untereinheit c der
Mycobakterien ist [259, 260]. Solche neuen Ansatzpunkte sind vor allem deshalb wichtig, da mittlerwei-
le einige Formen des Tuberkulose-Erregers gegen die meisten aktuell verwendeten Antibiotika resistent
sind [261].
Die beiden Stiele der ATP-Synthase
Während der membranintegrale FO-Komplex für die Umwandlung des Protonengradienten in die Rota-
tionsbewegung zuständig ist, findet die Regulation der ATP-Synthese hauptsächlich in F1 statt [262]. Das
zentrale Problem, das hierbei gelöst werden muss, ist die genaue Steuerung der beiden enzymatischen
Aktivitäten der ATP-Synthase. Im Normalfall synthetisiert F1FO ATP, und nur in Ausnahmefällen kann es
notwendig sein, den Enzymkomplex auf die ATP-Hydrolyse umzustellen. Die Umschaltung vom Synthese-
in den Hydrolysemodus erfolgt dabei nicht nur durch Umkehr der Rotationsrichtung, sondern geht mit
weiteren Konformationsänderungen einher [263]. Für thermophile Bakterien konnte als wichtiger Mo-
dulator für die ATP-Hydrolyse-Aktivität die ATP-Konzentration identifiziert werden, die nicht nur die Un-
tereinheiten α und β beeinflusst sondern auch γ-ε [264]. Ein wichtiger Schalter vieler Organismen ist die
Untereinheit ε, was sich bei Chloroplasten dadurch bemerkbar macht, dass die ATP-Hydrolyse dann er-
möglicht wird, wenn ε von CF1 abgetrennt wird [265, 266]. Der Carboxy-terminale Bereich von ε besteht
aus zwei α-Helices, die entweder nahe beieinander eine Haarnadelschleife bilden [267, 268] oder eine
langgestreckte Konformation einnehmen können [269]. Bei der Konformationsänderung kommt es zu
keinen Auswirkungen auf die ATP-Synthese-Aktivität, stattdessen blockiert die gestreckte Konformation
die ATP-Hydrolyse [270]. Ausschlaggebend für die Konformation von ε ist neben der ATP-Konzentration
auch die Protonenmotorische Kraft [271].
Wenn nur wenig Licht für die Photosynthese zur Verfügung steht, wird in Pflanzen auch nur wenig
ATP durch die Chloroplasten-ATP-Synthase hergestellt. Da dieser Energieträger für viele weitere me-
tabolische Prozesse benötigt wird, darf ATP nicht durch Hydrolyse in einem als ATPase arbeitendem
CF1FO-Komplex unnötig verbraucht werden [272]. Ein auf Chloroplasten beschränkter Regulationsme-
chanismus zum Einschränken der Hydrolyse von ATP basiert auf der Ausbildung bzw. Spaltung einer
Disulfidbrücke. So konnte für die ATP-Synthase aus Spinat zwar die Synthese von ATP ermittelt werden,
die Messung der ATP-Hydrolyse war aber erst möglich, nachdem Chloroplasten bei hohen Lichtinten-
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sitäten mit hohen Konzentrationen an Reduktionsmitteln behandelt wurden [273]. Von diesen Unter-
suchungen ausgehend dauerte es fast zwanzig Jahre, bis zwei Cystein-Reste in der γ-Untereinheit von
CF1 als entscheidendes Element für die Aktivierung der Hydrolyse-Aktivität identifiziert werden konnte
[274, 275]. Diese Cystein-Reste wiederum befinden sich in einem Abschnitt aus vierzig Aminosäuren,
der stark mit ε wechselwirkt und weder in Mitochondrien noch in (nichtphotosynthetischen) Bakterien
zu finden ist [276]. So sind γ und ε sowohl in räumlicher Nähe als auch funktionell verbunden, so dass
erst durch das Umlegen zweier Schalter die Umstellung von einer latenten ATPase in den ATP-Hydrolyse-
Modus erfolgt [277, 278]. Im Gegensatz zu den Chloroplasten fehlt in den meisten Cyanobakterien (z.B.
bei Synechococcus) die Redox-Aktivierbarkeit der Untereinheit γ [279], mit Ausnahme des alkaliphilen
Spirulina platensis [280].
Neben dem Rotor als zentraler Stiel der ATP-Synthase gibt es als zweite Verbindung zwischen F1 und FO
den peripheren Stiel [281]. Dieser zweite Stiel dient als Klammer zwischen der Untereinheit IV/a in FO
und der an α und β fixierten Untereinheit δ [282]. Das Heterodimer I-II/b-b’ von photosynthetischen Or-
ganismen bzw. Homodimer b2 in vielen Bakterien fungiert aber nicht nur als reines Verbindungselement,
sondern ist durch seine Elastizität auch funktionell wichtig [232]. Diese Untereinheiten des peripheren
Stiels weisen im Gegensatz zu anderen Untereinheiten der ATP-Synthase eine hohe Toleranz hinsichtlich
ihrer Aminosäure-Zusammensetzung und sogar Polypeptidkettenlänge auf [283]. Sie bilden zwar eine
dimere Struktur, sind aber nicht wie ein Bündel Stäbe exakt parallel aneinander gelagert, sondern ver-
setzt zueinander [284]. Nur einige Bereiche der Untereinheiten sind sehr empfindlich gegenüber Verän-
derungen. Dazu gehören neben dem Carboxy-terminalen Bereich auch ein membranintegrales Segment
[285]. In Mitochondrien ist der periphere Stiel aus nur einer b-Untereinheit, aber zusätzlich aus ande-
ren Proteinen aufgebaut [217]. Während diese mitochondrialen Untereinheiten ebenfalls als elastische
Verbindung zwischen F1 und FO dienen, konnte als weitere Funktion eine Beteiligung an der Ausbildung
von supramolekularen Komplexen der ATP-Synthase nachgewiesen werden [286].
3.5.2 Superkomplexe von energieumwandelnden Membranproteinen
Rolle der ATP-Synthase-Untereinheiten bei der Bildung von Dimeren
Als Ende der 1980er Jahre Mitochondrien des zu den „Pantoffeltierchen“ gehörenden Ciliaten Para-
mecium multimicronucleatum durch Gefrierbruch-Elektronenmikroskopie untersucht wurden, fand man
ca. 9 nm große, nicht-zufällig auf den Cristae verteilte Strukturen ([58], siehe Abb. 3.9). Bei diesen
Strukturen wurde vermutet, dass es sich um den F1-Teil der mitochondrialen ATP-Synthase handelt, der
in Zweierreihen auf den helikal-gewundenen Cristae-Tubuli zu finden ist [58, 287]. Etwa zehn Jahre
danach konnten Dimere der ATP-Synthase aus Hefe-Mitochondrien nach einer Solubilisierung mit Digi-
tonin (bzw. geringen Mengen Triton X-100) über die blau-native Elektrophorese nachgewiesen werden
[288] (zur Methode siehe S. 27). Darüber hinaus lassen sich mittels blau-native Elektrophorese [289],
vor allem aber mit der farblosen Variante hiervon [290, 291], auch Oligomere mit mehr als zwei F1FO
feststellen.
Eine Analyse der Zusammensetzung des Dimers ergab, dass dieses drei zusätzliche Untereinheiten (in
Hefe e, g und k) enthält, und der Kontakt zwischen den Monomeren vermutlich über den FO-Bereich der
ATP-Synthase hergestellt wird [288]. Wenig später wurde allerdings gefunden, dass das an den F1-Teil
der mitochondrialen ATP-Synthase gebundene Inhibitor-Protein IF1 bei der Bildung der Dimere erforder-
lich sein sollte [293]. Während für die photosynthetischen ATP-Synthasen die ATP-Hydrolyse wie zuvor
beschrieben durch Zusammenwirken der Untereinheiten γ und ε eingeschränkt wird, ist in Mitochondri-
en das zusätzliche Protein IF1 von entscheidender Bedeutung [294]. Zwei IF1-Proteine bilden sehr leicht
ein Homodimer [295] und binden nur während der ATP-Hydrolyse an F1FO [296]. Dies führt dazu, dass
zum Beispiel bei Sauerstoffmangel (Hypoxie) der Verbrauch von ATP durch eine in umgekehrter Richtung
arbeitende ATP-Synthase sehr schnell unterbunden werden kann. Eine zusätzliche Funktion übernimmt
IF1 bei der Regulation des Volumens der Mitochondrien [297]. Mittlerweile gibt es Hinweise, dass mit
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Abbildung 3.9: Anordnung von Atmungskettenkomplexen als Superkomplexe. Aus elektronenmikroskopischen Un-
tersuchungen an Paramecium multimicronucleatum resultierte das Modell einer mitochondrialen
Crista mit ATP-Synthasen, die als Zweier-Reihen angeordnet waren (entnommen aus [58]) (A).
Neben dem Dimer der ATP-Synthase (Komplex V) wurden auch Superkomplexe der Atmungsketten-
komplexe gefunden, wie z.B. aus einem Monomer von Komplex I, einem Dimer von III und einem
Monomer von IV aufgebaut (modifiziert aus [198]) (B). Dieser Superkomplex I1III2IV1 wird auch als
Superkomplex „b“ bezeichnet und ist in nativen Gelen (BN-PAGE) ebenso wie ATP-Synthase-Di- und
Oligomere in intakter Form vorhanden (entnommen aus [292]) (C). In (C) ist außerdem gezeigt,
wie Membranproteinkomplexe aus der BN-PAGE sich in einer zweiten, denaturierenden Dimension
in ihre Untereinheiten auftrennen.
IF1 die Bildung der ATP-Synthase-Dimere gefördert wird [298]. Allerdings kann es auch F1FO-Dimere
in Abwesenheit von IF1 geben [299, 300]. Ebenso gilt für die oben erwähnte Untereinheit e, dass sie
nicht zwingend in (F1FO)2 präsent sein muss [301]. Trotzdem ist Untereinheit e wichtig, denn durch die
Assoziation der Untereinheiten e und g an ATP-Synthase-Monomere wird die Dimerisierung eingeleitet
[302].
Neben der erwähnten Verbindung über IF1 und den FO-Teil spielt auch der periphere Stiel der ATP-
Synthase eine wichtige Rolle bei der Bildung von F1FO-Dimeren. Einige Untereinheiten des peripheren
Stiels können selbst Dimere bilden, ähnlich wie die Untereinheiten b-b’ bzw. I-II. In Mitochondrien ist
dieser Teil der ATP-Synthase aus anderen Untereinheiten zusammengesetzt, zu denen bei Hefe auch die
Untereinheit h gehört [303]. Auch wenn die klassischen Dimer-Untereinheiten e und g fehlen, kann über
die Untereinheit h (sowie i im membranintegralen Bereich) das Dimer der mitochondrialen ATP-Synthase
gebildet werden [304]. Für die Untereinheit 4 in Hefe, welche zu den b-Untereinheiten homolog ist,
ergab sich, dass eine Schleifenstruktur zwischen den zwei Transmembranhelices wichtig bei der Organi-
sation der hydrophoben Proteine und insbesondere bei der Stabilität von ATP-Synthase-Oligomeren ist
[305]. Auch für die Dimere der Chloroplasten-ATP-Synthase, die bei den eigenen Untersuchungen gefun-
den wurden, scheinen Wechselwirkungen von Untereinheiten des peripheren Stiels für die Dimerisierung
wichtig zu sein (siehe Abschnitt 4.2.3).
Mögliche Funktionen von ATP-Synthase-Di-/Oligomeren
Nun wurden in verschiedenen Organismen die Anwesenheit eines ATP-Synthase-Dimers oder -Oligo-
mers in Mitochondrien nachgewiesen werden. Allerdings stellt sich die Frage, was für einen Zweck die
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Oligomerisierung hat. Häufig aufgeführte Vorteile der supramolekularen Organisation sind eine höhe-
re Proteinstabilität, das gerichtete Weiterleiten (instabiler) Substrate oder die Regulation der Aktivität
von Enzymkomplexen. Ein charakteristisches Merkmal der Mitochondrien ist, dass ihre innere Mem-
bran zum Matrix-Raum vielfach aufgefaltet ist, und sie durch diese Cristae-Strukturen eine sehr große
Membranoberfläche besitzen (siehe Abb. 3.9). Zwar sind Lipide sehr wichtig bei der Bildung unter-
schiedlicher Membranstrukturen, aber auch Membranproteine können eine Krümmung von Membranen
verursachen [306]. Während Wildtyp-Hefezellen normale Cristae-Strukturen aufweisen, verändert sich
die Morphologie deutlich wenn die Dimer-Untereinheiten e und g deletiert werden [289]. Hierbei bil-
den sich Zwiebelschalen-ähnliche Strukturen, so dass eine Verbindung zwischen der Bildung von ATP-
Synthase-Dimeren mit der strukturellen Organisation der Cristae vermutet wird [289, 307]. Nicht nur
eine komplette Deletion verändert die Cristae-Morphologie, durch Variation der Mengen an Unterein-
heiten e und g findet eine Modulation der Membranstruktur statt [308]. Dabei scheint es wichtig zu
sein, dass die Dimerbildung flexibel reguliert werden kann, denn eine starre Quervernetzung von ATP-
Synthasen eliminiert die Cristae [309].
Allerdings ist nicht nur die ATP-Synthase für die Steuerung der Cristae-Morphologie verantwortlich. So
wirken bei der Bildung der Cristae die ATP-Synthase-Untereinheiten e und g antagonistisch zu dem Pro-
tein Fcj1, welches sich zwischen einzelne F1FO schiebt und so für einen größeren Abstand zwischen den
Monomeren sorgt [310]. Fcj1 ist ein Protein, das in der Verbindungsstelle von der inneren Mitochon-
drienmembran zu den Cristae (Cristae-Junction) angereichert vorliegt. Weiterhin kommt dem Protein
Mitophilin eine wichtige Rolle bei der Bildung der Cristae-Morphologie zu [311]. Die ATP-Synthase-
Proteine, Fcj1 und Mitophilin bilden dabei wohl einen gemeinsamen Weg für die Erhaltung der Form
von Mitochondrien [312]. Der zweite (davon unabhängige) Weg läuft über Prohibitin und die Protei-
ne OPA und Mgm1p [312]. Im Zusammenhang mit den Mitochondrien sind Prohibitine sehr wichtige
Proteine, die auch größere homooligomere Komplexe bilden können. Prohibitin wirkt als Faltungshel-
fer für die Atmungskettenkomplexe, reguliert den Zellzyklus und ist wie eben erwähnt wichtig für die
Cristae-Morphologie [313, 314].
Neben dem Einfluss auf die Mitochondrienstruktur hat der Oligomerisierungszustand der ATP-Syn-
thase auch Auswirkungen auf die Funktion und Stabilität. So gibt es Hinweise, dass in Rinderherz-
Mitochondrien die Dimerisierung zu einer höheren Stabilität von F1FO sowie einer effizienteren Synthe-
se von ATP führt [315]. Einen entscheidenden Einfluss auf die Stabilität hat dabei das Inhibitorprote-
in IF1 [316]. Wie bei vielen genau einzustellenden Stoffwechselwegen dient auch für die Bildung von
ATP-Synthase Dimeren die An-/Abwesenheit einer Phosphatgruppe an z.B. Serin-, Threonin- oder Tyro-
sinresten als wichtiger Schalter. Dass durch die Dimerisierung die Funktion der ATP-Synthase reguliert
werden kann, legt die Position einer wichtigen Phosphorylierungsstelle nahe, die im zentralen Stiel liegt.
So ist beim ATP-Synthase-Monomer aus Rind ein bestimmter Tyrosin-Rest in der γ-Untereinheit (Tyr52)
phosphoryliert, bei Untereinheit γ des Dimers aber nicht [317]. In ähnlicher Weise ist in Hefe beim F1FO-
Monomer ein bestimmter Serin-Rest der Dimerisierungs-Untereinheit g (Ser62) in phosphorylierter Form
zu finden [318]. Wenn diese Aminosäure aber durch Alanin ersetzt wird, also keine Phosphorylierung
mehr möglich ist, erhöht sich der Dimer-Anteil deutlich [318]. Durch Aminosäure-Austausch lassen sich
auch die funktionellen Konsequenzen einer geänderten Dimerisierung der ATP-Synthase nachweisen.
Wenn die Dimer-spezifischen Untereinheiten e und g so verändert werden, dass weniger F1FO-Dimere in
nativen Gelen identifiziert werden können, ergeben sich daraus zunächst keine Auswirkungen auf die
Cristae-Morphologie [319]. Aber das Membranpotenzial der Hefemitochondrien mit veränderten Unter-
einheiten sinkt in Abhängigkeit von der Abnahme an ATP-Synthase-Dimeren [319]. In der bisherigen
Beschreibung von ATP-Synthase-Dimeren ist bisher nur mitochondriales F1FO erwähnt. Der Grund dafür
liegt darin, dass zu Beginn dieser Arbeit weder bei Bakterien noch in Chloroplasten ein Dimer bekannt
war. Es gibt sogar die 2002 aufgestellte Vermutung, der dimere Zustand sei spezifisch für Mitochondrien
und komme sonst nicht vor [60].
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Wechselwirkung von ATP-Synthasen mit anderen Proteinen
Neben der Interaktion von ATP-Synthasen miteinander, existiert auch ein vielfältiges Netzwerk an wei-
teren Protein-Protein-Wechselwirkungen. Zu einigen mit der ATP-Synthase wechselwirkenden Proteinen
findet noch eine Diskussion statt, ob sie wirklich zur ATP-Synthase gehören oder die gemeinsame An-
wesenheit in den Proben nur auf Verunreinigungen beruht. So spielt für die Erhaltung der protonenmo-
torischen Kraft der noch umstrittene „Faktor B“ eine wichtige Rolle [320]. Die Struktur dieses Proteins
ist zwar bekannt [321], aber seine Funktion ist noch unklar. Eine mögliche Funktion könnte die Unter-
stützung der ATP-Synthase-Dimere unter Bedingungen eines sehr geringen pH-Gradienten sein [322].
Zusätzlich wird hierbei diskutiert, dass Faktor B als entscheidendes Element der Oligomerisierung auch
zur Bildung der Cristae-Strukturen in Mitochondrien beiträgt [323].
Für bestimmte Protein-Protein-Wechselwirkungen muss nicht unbedingt die komplette ATP-Synthase
mit anderen Proteinen interagieren, manchmal können einzelne Untereinheiten auch separat in ei-
nem anderen Kontext wiedergefunden werden. Ein Beispiel hierfür ist die sogenannte mitochondriale
Permeabilitäts-Transitions-Pore. Unter Bedingungen mit erhöhten Phosphatkonzentrationen bzw. Abrei-
cherung an Nukleotiden öffnen sich diese unspezifischen Poren und lassen Moleküle bis zu 1500 g/mol
durch die innere mitochondriale Membran passieren [324]. Da auch Protonen durch die Poren hindurch
treten, wird die Oxidative Phosphorylierung entkoppelt und als Resultat kann der Zelltod durch Nekro-
se erfolgen [325]. Wenn bei einer verminderten Durchblutung von Organen (Ischämie) zunächst ATP
weitgehend abgebaut wird, öffnen sich die Poren und die Entkopplung findet statt. Nach Wiederher-
stellen der normalen Durchblutung können dann Reperfusionschäden auftreten. Ein wichtiges Signal-
molekül für das Öffnen ist Calcium, durch welches auch die Dephosphorylierung der c-Untereinheit der
ATP-Synthase gesteuert wird [326, 327]. Es wird eine Wechselwirkung dieser Untereinheit mit der mit-
ochondrialen Permeabilitäts-Transitions-Pore, bzw. die Beteiligung bei der Bildung der Pore vermutet
[326, 328].
Eine entscheidende Rolle haben Protein-Protein-Interaktionen bei der Steuerung der ATP-Produktion
und des Sauerstoff-Verbrauchs in den Mitochondrien. So müssen unter variierenden Bedingungen die
Substratflüsse koordiniert werden. Als wichtige Komponente für den Sauerstoff-Verbrauch fungiert die
Cytochrom-c-Oxidase (siehe Abb. 3.6). Für den Austausch von Phosphat, Protonen sowie ATP und ADP
über die Membran sind Transportproteine verantwortlich. Die Cytochrom-c-Oxidase scheint das wesent-
liche Kontrollelement des ATP-Metabolismus zu sein, mit einer nachgeschalteten Regulation durch den
Phosphat-Protonen-Austausch [329]. Ob diese Steuerung aber kinetisch [329] oder durch physischen
Kontakt der Protein(komplex)e [330] erfolgt, ist noch immer nicht endgültig geklärt.
Die ATP-Synthase braucht, um optimal arbeiten zu können, zusätzlich zum elektrochemischen Proto-
nengradienten eine ausreichende Versorgung mit ihren Substraten ADP und Phosphat. Beide Substanzen
werden durch die Membran hindurch zum F1FO-Komplex transportiert, mit Hilfe des Adeninnukleotid-
Carriers und des Phosphat-Carriers. Der Adeninnukleotid-Carrier ist in hohen Mengen in den Mitochon-
drien vorhanden und wird daher häufig als Kontamination zusammen mit anderen mitochondrialen
Proteinen gefunden. So gab es schon Mitte der 1970er Jahre Hinweise auf benachbarte Lokalisierung
des ADP/ATP-Carriers mit dem F1-Teil [331]. In Rinderherz-Präparationen befindet sich der Carrier zu-
sammen mit der ATP-Synthase in der gleichen Dichtegradienten-Fraktion [332]. Dies muss aber nicht
zwangsläufig einen direkten Protein-Protein-Kontakt bedeuten. So vergingen nach solchen ersten Hin-
weisen etliche Jahre, bis die Isolierungsvorschrift optimiert war, um ATP-Synthase-Komplexe mit Trans-
portproteinen zu identifizieren. Wenn nun Mitochondrien aus Rattenherzen zu Cristae-ähnlichen Vesi-
keln fraktioniert werden, kann aus diesen das sogenannte „ATP-Synthasom“ extrahiert werden [333].
Hierbei handelt es sich um einen Superkomplex der ATP-Synthase mit dem Adeninnukleotid- und dem
Phosphat-Carrier. Interessanterweise sind beide Carrier auch am Aufbau der oben erwähnten mitochon-
drialen Permeabilitäts-Transitions-Pore beteiligt [324]. Voraussetzung für die Isolierung ist aber die Wahl
eines geeigneten Detergens, so erhält man z.B. nur mit Tridecylmaltosid das ATP-Synthasom, nicht aber
mit DDM. In diesem Superkomplex sind die beiden Carrier als Heterodimer benachbart zur Unterein-
heit c im FO-Teil der ATP-Synthase angeordnet, wie eine Einzelpartikelanalyse an negativ-kontrastierten
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Elektronenmikroskopie-Proben zeigte [334]. Eine derartige Assoziation kommt nicht nur bei Ratten son-
dern auch in Rinderherz-Mitochondrien vor [335].
Eine noch größere Verbreitung von ATP-Synthasom-Strukturen bei Eukaryonten legt eine Studie na-
he, bei der Mitochondrien aus Leishmanien untersucht wurden. Leishmanien sind Protozoen und leben
als intrazelluläre Parasiten in Insekten und Wirbeltieren. Auch aus solchen Organismen kann (durch
Dichtegradienten-Zentrifugation) ein Komplex aus der ATP-Synthase und dem Adeninnucleotid-Translo-
kator (der oben erwähnte Carrier) isoliert werden [336]. Das ATP-Synthasom ermöglicht eine Optimie-
rung der ATP-Synthese, indem die Substrate gezielt in die Umgebung des katalytischen Zentrums in F1
gebracht werden. Zugleich wird ebenfalls mit dem Adeninnukleotid-Carrier gerade gebildetes ATP von
diesem Zentrum weg transportiert, um eine Beeinträchtigung der ATP-Synthese bzw. die Umkehrreakti-
on der Hydrolyse zu verhindern. Mittlerweile konnte gezeigt werden, dass das ATP-Synthasom Bestand-
teil eines noch größeren Komplexes ist, zu dem auch die Succinat-Dehydrogenase und ein ABC(ATP-
Bindungs-Kassetten)-Transporter gehören [337]. Außerdem scheint das ATP-Synthasom über die Crea-
tinkinase des mitochondrialen Intermembranraums einen Kontakt zur äußeren Mitochondrienmembran
zu haben, und zwar zu dem spannungsabhängigen Anionenkanal VDAC und Tubulinen [338].
Ebenso wie durch Kopplung mit Carriern der Transport von Metaboliten effizienter wird, ist auch eine
Verbesserung des Protonentransports zur ATP-Synthase sinnvoll. Dies kann dadurch realisiert werden,
dass die protonentransportierenden Komplexe der Atmungskette in räumliche Nähe zum F1FO-Komplex
angeordnet werden, oder durch einen effizienteren Protonentransport entlang von Membranen [339].
Ein stabiler Superkomplex mit Atmungskettenkomplexen und der ATP-Synthase ist bisher zwar noch
nicht isoliert worden, aber es gibt etliche Hinweise auf eine Interaktion von F1FO mit der Cytochrom-
c-Oxidase (Komplex IV). So konnte schon 1986 festgestellt werden, dass der Einbau des Proteolipids
Untereinheit 9 aus Hefe (homolog zu c bzw. III) in die mitochondriale ATP-Synthase die Assemblierung
der Cytochrom-c-Oxidase beeinflusst [340]. Wenn aber Hefe-F1FO verändert wird, indem die Region zur
Redox-Regulation von Chloroplasten in die γ-Untereinheit eingebaut wird, sinkt die Aktivität von Kom-
plex IV um 90% [341]. Für einen korrekten Ablauf des Protonentransports sollten also beide Komplexe
intakt vorliegen. Die direkte Steuerung ist auch daran erkennbar, dass die Biogenese von Komplex IV
nur dann korrekt abläuft, wenn die ATP-Synthase vollständig assembliert und zur Protonentranslokation
in der Lage ist [342]. Mit diesem Regulationsmechanismus lassen sich die Mengen des Protonendonors
und -akzeptors genau aufeinander abstimmen.
Außerdem ist für die Wechselwirkung mit Komplex IV die ATP-Synthase-Untereinheit g wichtig. So war
bei einer Deletion dieses Protein in Hefe nicht nur die ATP-Herstellung verringert, auch die Aktivität der
Cytochrom-c-Oxidase reduzierte sich deutlich [330]. Neben Untereinheit g wirkt sich auch die ebenfalls
bei der Dimerisierung der ATP-Synthase entscheidende Untereinheit e auf Komplex IV aus. Für die maxi-
male Cytochrom-c-Oxidase-Aktivität müssen sowohl Untereinheit g als auch e vorhanden sein [343]. Da,
wie anschließend erläutert, Komplex IV nicht nur getrennt von anderen Atmungskettenkomplexen vor-
kommt, sondern häufig als Superkomplex, kann die ATP-Synthase auch auf die Funktion/Assemblierung
dieser Komplexe einwirken. Wenn in Hefe beide Untereinheiten e und g deletiert sind, verändert sich zu-
sätzlich zur Komplex-IV-Aktivität die Stöchiometrie der Superkomplexe aus Komplex III und IV. So liegt
bei Hefe-Mutanten ohne e und g mehr freier Cytochrom-bc1-Komplex und weniger III-IV-Superkomplex
(als 1000-kDa-Bande in nativen Gelen) vor [343]. Eine direkte Interaktion der ATP-Synthase mit dem
Cytochrom-bc1-Komplex findet aber wohl nicht statt. Als Beleg hierfür zeigen kalorimetrische Messun-
gen und die Elektronenspinresonanz zwar eine Wechselwirkung zwischen der ATP-Synthase und der
Cytochrom-c-Oxidase, nicht aber mit Cytochrom bc1 [344]. Die Wechselwirkung der ATP-Synthase mit
Komplex IV ist aber nicht nur bei der Atmungskette in Mitochondren zu beobachten. So z.B. sind in den
Elektronentransportketten von aeroben Bakterien ähnliche Enzyme wie die Cytochrom-c-Oxidase zu fin-
den, allerdings mit modifizierten Kofaktoren. In Cyanobakterien findet eine wechselseitige Steuerung der
Aktivität der ATP-Synthase mit dem Cytochrom-b-563/c-554-Komplex statt [345]. Bei alkaliphilen Bak-
terien scheint eine 1:1-Wechselwirkung von F1FO mit dem Cytochrom-caa3-Komplex die Voraussetzung
für die ATP-Synthese bei sehr niedriger protonenmotorischer Kraft zu sein [346].
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Superkomplexe der Oxidativen Phosphorylierung
Auf die Erforschung der Atmungskette, ebenso wie der Photosynthese, haben sich aufgrund ihrer fun-
damentalen Bedeutung viele Wissenschaftler konzentriert. Nach ersten Erfolgen in der Isolierung von
einzelnen Komponenten der mitochondrialen Atmungskette (z.B. [347]) entwickelte sich zunächst die
Idee, welche Proteinkomplexe, also die Komplexe I–V, die oxidative Phosphorylierung bewerkstelligen.
Mit diesen Ergebnissen entstand in den 1950er Jahren das Modell, dass diese Proteinkomplexe als eine
Einheit zusammenarbeiten [77], das klassische „Solid-state“-Modell [348]. In der nachfolgenden Zeit
gelang es, immer reinere Präparationen der Atmungskettenkomplexe zu erhalten. Durch Elektrophorese
wurden die Untereinheiten dieser Komplexe untersucht, Messungen der enzymatischen Aktivität vor-
genommen und weitere Analysen durchgeführt [349]. Die sehr umfangreiche Charakterisierung zeigte,
dass in den Präparationen individuelle Atmungskettenkomplexe vorlagen. Außerdem mehrten sich die
Hinweise auf eine voneinander unabhängige Diffusion der Atmungskettenkomplexe: „Random Collision“
[350, 351]. Im Rahmen des allgemein akzeptierten Modells von Singer und Nicolson (siehe Abschnitt
3.1), bewegten sich die einzelnen Proteinkomplexe also frei in der Lipidmembran. Diese Vorstellung wur-
de schließlich auch von den meisten Lehrbüchern übernommen und ist auch heutzutage noch von vielen
Wissenschaftlern, die im Bereich der Bioenergetik arbeiten, akzeptiert. Neben der Befunden der bioche-
mischen Charakterisierung einzelner Atmungskettenkomplexe bezieht sich eine wichtige Grundlage des
Random-Collision-Modells auf das Verhalten des membranintegralen Elektronenüberträgers Ubichinon
als sogenannter Ubichinon-Pool [352]. Durch diese Ergebnisse wurde aber auch die wissenschaftliche
Diskussion angekurbelt und beide Modelle gegenüber gestellt [353]. Die reale Situation in der lebenden
Zelle könnte aber auch zwischen beiden Varianten liegen, so dass ein Umschalten vom Verhalten als
individuelle Komplexe zu solchem als große Einheit möglich ist [354]. Die Diskussion nach der Interpre-
tation von Ergebnissen an isolierten Systemen in Hinblick auf die realen Bedingungen in Organismen ist
aber noch nicht abgeschlossen [355].
Für die Sichtweise, dass die Atmungskette funktionell zusammengehört, sprechen verschiedene Mes-
sungen, die spezifische Wechselwirkungen zwischen individuellen Komplexen aufzeigen (siehe Abb. 3.9).
Die Atmungskette der Bäckerhefe Saccharomyces cerevisiae enthält zwar keinen Komplex I, aber kineti-
sche Analysen weisen darauf hin, dass sie als eine Einheit funktioniert [356]. In Rinderherzmitochondri-
en können die NADH-Ubichinon-Oxidoreduktase und Cytochrom bc1 als gemeinsamer Komplex isoliert
werden [357] und fügen sich sogar als eine Einheit zusammen, wenn man die individuellen Spezies
mischt [358]. Solche Strukturen aus den Komplexen I und III bilden sich spezifisch in exakt definierter
Stöchiometrie [359, 360]. Auch die Menge an Cytochrom-c-Oxidase scheint von den Anteilen an Komplex
I und III abzuhängen, so dass in Rinderherz-Mitochondrien eine Stöchiometrie I:III:IV von 1:3:6 resultiert
[349]. Die direkte Verbindung von Komplex IV zu den beiden anderen Atmungskettenkomplexen zeigt
sich auch dadurch, dass z.B. aus Bakterien [361, 362] und Archaeen [363] stabile Superkomplexe aus
Komplex III und IV isoliert werden konnten. Für die Succinat-Ubichinon-Oxidoreduktase hingegen sind
Hinweise auf spezifische Wechselwirkungen mit anderen Atmungskettenkomplexen seltener. Als Beispiel
hierzu findet sich vorwiegend ein Kontakt zwischen den Komplexen II und III [358, 364]. Während die
Isolierung und der Nachweis von Proteinkomplexen bis dahin sehr beschwerlich war, ermöglichte 1991
die Einführung der blau-nativen Elektrophorese eine Trennung und Analyse direkt nach der Solubilisie-
rung von biologischen Membranen [365]. Außerdem erlauben in-Gel-Aktivitätstests eine direkte Bestim-
mung enzymatischer Aktivitäten [366]. Mit solchen Gelen ließ sich die oben aufgeführte Stöchiometrie
der Atmungskettenkomplexe zueinander verifizieren [367]. Darüber hinaus stellt die blau-native Elektro-
phorese eine geeignete Methode zum Nachweis von Superkomplexen dar. Zu den ersten auf diese Weise
ermittelten Assoziaten gehören neben dem ATP-Synthase-Dimer [288] unterschiedliche supramolekula-
re Komplexe Ix IIIy IVz [368, 369]. Aus diesen Ergebnissen entwickelte sich das „Respirasom“-Modell mit
zwei Kopien von I1III2IV4 und einer Kopie III2IV4 als Hauptbausteine des Netzwerks der Atmungskette
[368]. Inzwischen ist dieses Modell überarbeitet worden und postuliert eine Zusammenlagerung der
Bausteine zu Ketten, den sogenannten respiratorischen Strings [370, 371].
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Eine wichtige Funktion der Superkomplexe ist die Stabilisierung von sonst instabilen Proteinkomple-
xen. So scheint in Säuger-Mitochondrien der Komplex III zur Erhaltung von Komplex I erforderlich zu
sein, umgekehrt ist Komplex I aber wohl nicht für die Stabilität von III notwendig [372]. In Pilzen aller-
dings sind die Komplexe III und IV nicht essenziell für die Assemblierung bzw. Stabilität von Komplex I
[373]. Eine große funktionelle Bedeutung der Superkomplexe zeigt sich dadurch, dass als Ursache von
Mitochondrien-Defekten eher eine fehlerhafte Superkomplex-Organisation als Defekte bei individuellen
Komplexen vermutet werden [374]. Ergänzend zu den elektrophoretischen Belegen, zeigen auch neue ki-
netische Messungen, dass sich in Säugern die Komplexe I und III bzw. in Pflanzen-Mitochondrien I,III und
IV als eine Einheit verhalten [375]. Diese Superkomplexe stellen keine zufälligen Zusammenlagerungen
dar, sondern es erfolgt ein koordinierter Zusammenbau [376]. Bei der Entstehung von Superkomple-
xen sind aber nicht nur Proteinkomponenten wichtig, auch die Lipide müssen berücksichtigt werden.
Vor allem Cardiolipin ist von entscheidender Bedeutung als „Klebstoff“ für die Atmungskette [377–379].
Diese verbindende Funktion des Lipids kann aus Kristallstrukturen der individuellen Komplexe gefolgert
werden. Eine Analyse der Membranproteinkristalle zeigt, dass sie neben den Proteinkomponenten auch
Lipide (häufig Cardiolipin) enthalten. Von solchen Informationen ausgehend wird vorgeschlagen, dass
Cardiolipin die Ladung von Lysin-Resten an der Kontaktfläche zwischen den Komplexen III und IV neu-
tralisiert und dadurch den Superkomplex stabilisiert [380]. Wenn statt Mitochondrien aus Tieren solche
aus Pflanzen untersucht werden, zeigen sich beim Aufbau der individuellen Komplexe schon deutliche
Unterschiede. So besitzt Komplex I aus Kartoffeln eine deutlich größere Masse als das Homolog aus Rind
[381]. Diese Massendifferenz erklärt sich aus der Tatsache, dass die pflanzlichen Atmungskettenkom-
plexe zusätzliche Untereinheiten enthalten [382]. Die Pflanzen-spezifischen Untereinheiten sind zwar
in ihrer Funktion nur zu einem geringen Teil charakterisiert, aber teilweise sind es Enzyme aus ande-
ren Stoffwechselwegen. Dadurch lassen sich metabolische Prozesse zusammenschalten und ermöglichen
einen effizienten Fluss von Substraten [34].
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4 Ergebnisse der eigenen Untersuchungen
4.1 Isolierung und Reinigung von Membranproteinkomplexen
Die sehr unterschiedlichen Eigenschaften und Anforderungen von Membranproteinkomplexen erfordern
eine spezifische Anpassung von Isolierungs- und Reinigungsmethoden. Das hat zur Folge, dass eine eta-
blierte Prozedur für einen bestimmten Membranproteinkomplex schon beim Wechsel auf einen ande-
ren Organismus, auch wenn er verwandt ist, wieder neu ausgearbeitet werden muss. Während der
Doktorarbeit [178] habe ich für die Chloroplasten-ATP-Synthase aus Spinat chromatographische Rei-
nigungsverfahren optimiert [383, 384]. Bei Verwendung des milden Detergens Dodecylmaltosid wäh-
rend der Präparation ließ sich durch Anionenaustausch-Chromatographie [383] bzw. Farbstoffliganden-
Chromatographie [384] hochreine ATP-Synthase erhalten. Diese Proben waren die Voraussetzung für die
Ermittlung der Anzahl der Untereinheiten III im membranintegralen Oligomer von Spinat [220]. Um
auch die ATP-Synthasen anderer photosynthetischer Organismen charakterisieren zu können, erfolgten
umfangreiche Arbeiten zur Etablierung geeigneter Reinigungsvorschriften. Weiterhin war die für Spinat
ermittelte III14-Stöchiometrie vor allem aufgrund der Verwendung von SDS bei der Probenherstellung
nicht allgemein anerkannt, sondern musste durch ergänzende Messungen verifiziert werden.
4.1.1 Isolierung von Proteinkomplexen mittels präparativer Gelelektrophorese
Im Laufe einer mittlerweile mehr als siebzigjährigen Geschichte hat sich die Elektrophorese zu einer
weitverbreiteten Trenntechnik mit vielen Anwendungsgebieten entwickelt [385]. Bei der Analyse von
denaturierten Proteinen kommt der diskontinuierlichen Gelelektrophorese mit einem Sammel- und ei-
nem Trenngel aus Acrylamid [386, 387] eine sehr große Bedeutung zu. Andererseits bietet sich auch die
Möglichkeit durch Vermeidung denaturierender Zusätze eine Elektrophorese unter nativen Bedingungen
und in präparativem Maßstab durchzuführen (Übersicht in [132]).
Sehr häufige Verwendung findet heutzutage die sogenannte „blau-native Elektrophorese“ (BN-PAGE),
bei der der Farbstoff Coomassie Blau G-250 (CBBG) an Proteine bindet und durch seine negative Eigen-
ladung die Wanderung im elektrischen Feld ermöglicht/verbessert [365] (siehe Abb. 4.1). Zur Untersu-
chung von Membranproteinkomplexen müssen diese zunächst mit einem milden Detergens solubilisiert
werden. Anschließend können sie mit Coomassie Blau G-250 versetzt und auf ein BN-Gel aufgetragen
werden (Abb. 4.1). Durch die Kombination des Farbstoffs mit milden Detergenzien ist eine Wanderung
von Membranproteinen entsprechend ihrer Masse sichergestellt. Bei dieser Methode kommt es zu kei-
nem plötzlichen Wechsel des pH-Wertes, der bei der normalen diskontinuierlichen Elektrophorese beim
Übertritt der Proteine vom Sammelgel (pH 6,8) ins Trenngel (pH 8,8) stattfindet. Stattdessen ist der
pH-Wert auf 7,5 festgelegt, so dass sich bei der BN-PAGE zwischen Sammel- und Trenngel nur die Ver-
netzung des Acrylamidgels ändert. Als ergänzende Verfahren entwickelten sich aus der BN-PAGE die
farblos-native Elektrophorese (CN-PAGE) [388] sowie die hochauflösende farblos-native Elektrophorese
(HR-CN-PAGE) [389].
Bei mitochondrialen Proteinen ist die Anwesenheit von Coomassie Blau G-250 notwendig, um eine
sinnvolle Auftrennung von Proteinkomplexen während der nativen Elektrophorese zu erhalten. Dagegen
lässt sich bei der Elektrophorese von Chloroplasten-Proteinen der Farbstoff weglassen. So konnte bei Ver-
wendung eines nativen Gels mit DDM für Spinat gezeigt werden, dass die Proteine fasst quantitativ zur
Anode wandern [390]. Die Charakterisierung der aufgetrennten Proteinkomplexe erfolgt häufig durch
eine weitere Elektrophorese unter nativen bzw. meist unter denaturierenden Bedingungen. Der Vorteil,
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Abbildung 4.1: Elektrophorese von Protein(komplex)en. Durch Bindung des Farbstoffs Coomassie Blau G-250,
CBBG (A) an Proteine erhalten diese eine netto negative Ladung. Wenn eine intakte Chloroplasten-
ATP-Synthase auf ein BN-Gel mit hohen CBBG-Konzentrationen im Kathodenpuffer aufgetragen
wird, zerfällt sie während der Elektrophorese in CF1 und CFO (B). Bei Verringerung der Coomas-
siemenge auf 0,002% bleibt der Gesamtkomplex erhalten. Die Proteinbande bzw. ganze Spuren des
Gels können für unterschiedliche Verfahren weiter verwendet werden (B). Schematisch ist die Auf-
trennung der ATP-Synthase-Bande aus einem BN-Gel in einer nachgeschalteten SDS-PAGE in ihre
einzelnen Untereinheiten gezeigt (C). Bei der CN-PAGE von ATP-Synthase ohne Detergens im Gel
zerfällt sie ebenfalls in CF1 und CFO, durch DDM im Gel lässt sich dies verhindern (D: CN-Gele
nachgefärbt mit Coomassie Blau R-250, Spur 1: Massenstandard, Spur 2: ATP-Synthase).
dass bei der nativen Elektrophorese innerhalb des Gels aktive Protein(komplex)e vorhanden sind, kann
für enzymatische in-Gel Tests genutzt werden [366]. Aber nicht alle Testmethoden sind auf diese Weise
realisierbar. Für die Messung der Aktivität von Membranproteinen, die Transportprozesse bewerkstelli-
gen, sollten diese in Lipidmembranen eingebaut werden, was das Herauslösen aus der Gel-Matrix vor-
aussetzt. Auch für spektroskopische Untersuchungen ist es besser, wenn eine homogene Lösung anstelle
einer Gelbande vorliegt.
Isolierung von Proteinkomplexen aus BN-Gelen
Um Proteine wieder aus dem Gel zu extrahieren, gibt es eine Reihe von Verfahren, die entweder auf
einer erneuten Elektrophorese (aus dem Gel in eine Lösung) oder aber auf der Diffusion basieren [132].
Für blau-native Gele wurde zunächst die Methode der Elektroelution eingesetzt [391] (siehe Abb. 4.2).
Hierbei kommt das blau-gefärbte Gelmaterial in die etwas größere Kathodenkammer des Eluators. Durch
Anlegen der Spannung wandern die negativ-geladenen Protein(komplex)e in die kleinere Anodenkam-
mer und werden dort auf einer Membran konzentriert. Wenn der Überstand über der Membran vorsichtig
entnommen wird, kann im optimalen Fall das Eluat in ca. 0,5 mL Puffer erhalten werden. So wurde eine
Bande mit der Chloroplasten-ATP-Synthase aus einem blau-nativen Gel ausgeschnitten und eluiert. Nach
Einbau von eluiertem CF1FO in Liposomen zeigt sich eine deutlich geringere ATP-Synthese-Aktivität als
bei herkömmlichen Präparationen [391]. Dies kann am Coomassie-Farbstoff oder der Wechselwirkung
der Proteine mit der Membran des Eluators liegen. Bei einer zu langen Elutionsdauer kommt es zur Präzi-
pitation der Proteine auf der Membran. Da die Präzipitate schlecht löslich sind und es bei der Ausfällung
auch zu einer irreversiblen Denaturierung kommen kann, wurde versucht, zum Elutionspuffer Detergens
zuzugeben. Allerdings zeigt sich dabei, dass das eluierte Material nicht mehr konzentriert wird, sondern
sich im gesamten Eluator verteilt. Daher sollte Detergens erst nach Abschluss der Elution zugegeben wer-
den, wenn der Überstand über der Membran der Anodenkammer entfernt ist und das Eluat entnommen
wird.
Das durch präparative BN-PAGE erhaltene Eluat besitzt eine intensive blaue Farbe, wodurch Probleme
bei anschließenden spektroskopischen oder kolorimetrischen Analyseverfahren auftreten können. In die-
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Abbildung 4.2: Isolierung von CFO aus Spinat mittels blau-nativer Elektrophorese. Eine Probe mit Chloroplasten-
ATP-Synthase, vorgereinigt durch eine Dichtegradienten-Zentrifugation in Anwesenheit von Triton
X-100, wird für 30 min bei Zimmertemperatur mit 0,02 % (w/v) Coomassie-Brillant-Blau G-250
(Endkonzentration) inkubiert. Anschließend wird diese Probe auf ein blau-natives Gradientengel
(5–13 % (w/v) Acrylamid) aufgetragen (A). Die CFO-Bande wird nach der Elektrophorese ausge-
schnitten, durch eine Spritze gepresst und elektroeluiert (B, modifiziert nach [132]). Durch eine
anschließende SDS-Gelelektrophorese wird das Eluat analysiert (C).
sem Fall empfiehlt es sich den Farbstoff wieder zu entfernen. Dies lässt sich durch eine Größenausschluss-
Chromatographie in Gegenwart des Detergens CHAPS bewerkstelligen [391]. Zwar ist die ATP-Synthase
in CHAPS weniger stabil [178], aber bei der Verwendung sehr milder Detergenzien gelingt die Abtren-
nung des Farbstoffs nicht [392]. Eine Aktivitätsmessung der ATP-Synthase nach Abtrennung von CBBG
zeigte ähnliche Werte wie bei einer Isolierung der ATP-Synthase in Gegenwart von CHAPS [391]. Die auf-
wändige Entfernung des Farbstoff kann bei Einsatz der CN- anstelle einer BN-PAGE vermieden werden,
was gerade für Chloroplasten-Proteine naheliegend ist. Durch das Weglassen des Farbstoffs entfällt auch
das Problem der Schädigung von Proteinkomplexen, welches hohe Coomassie-Konzentrationen mit sich
bringen. So haben die bei der Elektrophorese eingesetzten Puffer einen entscheidenden Einfluss auf die
Erhaltung der vollständigen ATP-Synthase. Wenn wie in der Original-Vorschrift [365] ein Kathodenpuffer
mit 0,02% Coomassie verwendet wird, ist der Zerfall der Chloroplasten-ATP-Synthase in CF1 und CFO zu
beobachten [393]. Dieser Vorgang kann auch gezielt zur Isolierung des CFO-Komplexes eingesetzt wer-
den (siehe Abb. 4.2). Durch Ansetzen eines Kathodenpuffers mit nur 0,002% Coomassie bleibt CF1FO
intakt.
Isolierung von Proteinkomplexen aus CN-Gelen
Im Prinzip lässt sich eine farblos-native Elektrophorese dadurch realisieren, dass CBBG im Katho-
denpuffer nicht nur reduziert sondern ganz weggelassen wird. Die auf das Gel aufgetragenen Proteine
wandern dann aufgrund ihrer Eigenladung im elektrischen Feld. Für Membranproteine muss bei dieser
Wanderung aber ausreichend Detergens anwesend sein. Um zunächst in das Gel einzulaufen, reichen
teilweise die Restmengen an Detergens des Solubilisats/der Proteinpräparation, aber nicht für den Lauf
durch das Trenngel. So lässt sich für die Chloroplasten-ATP-Synthase ein Zerfall in CF1 und CFO bei
der Verwendung von Gelen ohne Detergens beobachten (siehe Abb. 4.1). Wenn aber mindestens 0,02%
DDM oder Digitonin beim Vorbereiten der Sammel- und Trenngellösungen zugegeben wird, bleibt der
Gesamtkomplex erhalten. Im Gegensatz dazu wird bei der HR-CN-PAGE dem Kathodenpuffer Detergens
zugesetzt [389]. Aufgrund des höheren Volumens an Puffer im Vergleich zum Gel selbst wird auch deut-
lich mehr Detergens für die HR-CN-PAGE benötigt, was bei teuren Detergenzien problematisch ist.
Bei der Elektroelution von Banden aus der CN-PAGE, egal ob mit oder ohne Detergens, tritt wieder das
Problem auf, dass sich Proteine im ganzen Eluator verteilen und nicht mehr konzentriert werden. Daher
sollte für die Elution von Proteinen aus CN-Gelen die Diffusionselution (passive Elution) eingesetzt wer-
den (siehe Abb. 4.4 auf S. 30). Hierbei wird das Gelmaterial zerkleinert und dann in Puffer inkubiert. Wie
28 4.1 Isolierung und Reinigung von Membranproteinkomplexen
schon für die CN-PAGE selbst beschrieben, ist auch bei der Diffusionselution die Zugabe von Detergens
zu dem verwendeten Elutionspuffer notwendig. Zur Elution einer intakten Chloroplasten-ATP-Synthase
aus Spinat war die Zugabe von mindestens 0,05% DDM oder Digitonin zum Puffer erforderlich (Daten
nicht gezeigt).
4.1.2 Isolierung der ATP-Synthase aus Chlamydomonas reinhardtii
Wichtige offene Fragen, die im Rahmen dieser Arbeit aufgeklärt werden sollten, bezogen sich auf das
Protonentransportierende Oligomer IIIx. Hierbei war zu klären, ob die Stöchiometrie von Monomeren der
Untereinheit III im Oligomer fixiert ist oder metabolisch reguliert werden kann (siehe Abschnitt 4.2.2,
ab S. 42). Zwar eignet sich Spinat zur Isolierung recht hohen Mengen an ATP-Synthase, aber die Mög-
lichkeiten zur Einflussnahme auf die Kultivierung, z.B. Variation der Umweltbedingungen, sind begrenzt.
Alternativ hierzu wurde daher ein einzelliger Organismus als Modell für höhere Pflanzen gewählt. Die
Grünalge Chlamydomonas reinhardtii (als „photosynthetische Hefe“ [394]) ist ein Modellorganismus für
Untersuchungen zur DNA-Reparatur [395], zirkadianen Uhr [396, 397], Phototaxis [398], Synthese von
Pigmenten [399], zum RNA-Metabolismus [400] oder zum Bedarf an Spurenelementen [401] und vie-
len weiteren Fragestellungen [402]. Auch die Genome sind inzwischen sequenziert [403], und durch die
leicht realisierbare Einflussnahme auf die Chlamydomonas-DNA [404] bietet sich die Grünalge auch als
universelles Proteinexpressionssystem an [405].
Abbildung 4.3: Reinigung der ATP-Synthase aus Chlamydomonas reinhardtii mittels Chromatographie. Nach der
Solubilisierung der Thylakoidmembran mit milden Detergenzien erfolgt die Reinigung der ATP-
Synthase durch Farbstoffliganden-Chromatographie. Die erste Säule mit dem Farbstoff Rot-120 bin-
det viele Fremdproteine und lässt die ATP-Synthase ungehindert passieren. Im nächsten Schritt
erfolgt die Bindung der ATP-Synthase an den Farbstoff Blau-3GA. Durch einen Detergenswechsel
verändert sich die Wechselwirkung zwischen dem Proteinkomplex und Blau-3GA: bei Anwesen-
heit von Dodecylmaltosid bindet die ATP-Synthase, mit CHAPS erfolgt das Ablösen von der Säule.
Die auf diese Weise erhaltene ATP-Synthase wird auf ein denaturierendes Gel zusammen mit ei-
ner Referenz-ATP-Synthase aus Spinat aufgetragen (Gel nach Silberfärbung entnommen aus [406]).
Durch Vergleich der Wanderungsstrecke im Gel lässt sich grob einschätzen, welche Untereinheiten
die Probe aus Chlamydomonas reinhardtii enthält, z.B. ein Oligomer von Untereinheit III.
Reinigung der ATP-Synthase aus Chlamydomonas reinhardtii mittels Chromatographie
Von verschiedenen Arbeitsgruppen sind bereits Verfahren für die Isolierung der Chloroplasten-ATP-
Synthase aus Chlamydomonas reinhardtii beschrieben (z.B. [407, 408]). Allerdings ist aus den Manu-
skripten ersichtlich, dass bei der Präparation das Oligomer der Untereinheit III nicht intakt bleibt, son-
dern in die Monomere dissoziiert. In Zusammenarbeit mit J. Meyer zu Tittingdorf, S. Rexroth und E.
Schäfer wurde daher versucht, diese ATP-Synthase mit einem intakten III-Oligomer zu isolieren [406,
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409, 410]. Als erster Schritt musste die Anzucht der Grünalge bei unterschiedlichen Wachstumsbedin-
gungen etabliert werden. Chlamydomonas reinhardtii lässt sich in einem Minimalmedium [411] unter
photoautotrophen Bedingungen kultivieren, d.h. mit der Photosynthese als alleiniger Quelle der Ener-
giegewinnung. Alternativ hierzu kann Acetat als zusätzliches Substrat dem Medium zugesetzt werden
[412], so dass photomixotrophe Bedingungen eingestellt sind (sowohl Photosynthese als auch oxidative
Phosphorylierung). Bei beiden Wachstumsbedingungen war die Chloroplasten-ATP-Synthase in nativen
und denaturierenden Gelen eindeutig identifizierbar [413]. Diese Arbeiten bildeten die Grundlage für
die weitere Isolierung.
Aufbauend auf den zuvor für Spinat etablierten chromatographischen Reinigungsverfahren über Farb-
stoffliganden-Säulen [178, 414] konnte eine Methode etabliert werden, bei der das Oligomer der Un-
tereinheit III intakt bleibt [406, 415]. Bei dieser Methode erfolgt nach der Solubilisierung der Thylako-
idmembranen direkt eine Reinigung über den Farbstoffliganden Rot-120. Diese erste Chromatographie
dient zur Vorreinigung, wobei in Anwesenheit von Dodecylmaltosid im Elutionspuffer nur die Fremdpro-
teine an das Säulenmaterial binden, während die ATP-Synthase ungehindert das Säulenmaterial passiert.
Im nächsten Schritt findet dann die weitere Reinigung durch den Farbstoffliganden Cibacron Blau 3GA
statt. Hier wird das Detergens-abhängige Bindeverhalten der ATP-Synthase an Säulen ausgenutzt [384].
In Anwesenheit von Dodecylmaltosid bindet die ATP-Synthase stark an den Blau-3GA-Farbstoff, beim
Wechsel auf CHAPS erfolgt hingegen die Elution. Das erhaltene Eluat zeigte zwar neben den Banden
der ATP-Synthase-Untereinheiten auch Proteine der Lichtsammelkomplexe, aber sowohl durch klassi-
sche Edman-Sequenzierung als auch mit der Massenspektrometrie ließ sich das III-Oligomer eindeutig
identifizieren ([415], siehe Abb. 4.3).
Der isolierte Komplex enthält neben dem Oligomer der Untereinheit III alle Komponenten des CF1-
Komplexes. Er besitzt eine ähnliche Zusammensetzung wie der Kernkomplex α3β3γδεc10 aus Hefe, der
zur Bestimmung der Stöchiometrie der c-Untereinheit aus Mitochondrien verwendet wurde [242], bzw.
der Komplex CF1+IIIx aus Spinat [416]. Eine Messung der ATP-Synthese-Aktivität ist mit diesem Kom-
plex zwar nicht möglich, aber er eignet sich für die Untersuchung einer variablen Stöchiometrie des
Oligomers IIIx (siehe Abschnitt 4.2.2, S. 39).
Abbildung 4.4: Reinigung der ATP-Synthase aus Chlamydomonas reinhardtii mittels präparativer Gelelektrophorese.
(A) CN-Gel nach der Elektrophorese, (B) Schema der passiven Elution, (C) Coomassie Blau R-250
gefärbtes SDS-Gel einer Referenz-ATP-Synthase aus Spinat und Chlamydomonas-ATP-Synthase aus
CN-PAGE/passiver Elution. Nach der Solubilisierung der Thylakoidmembran mit Digitonin wird das
Solubilisat direkt auf ein natives Gel mit 0,05% Digitonin aufgetragen. Die Elektrophorese erfolgt
mit Puffern für die CN-PAGE ohne Zugabe von Detergenzien [392]. An Hand einer Referenz-Spur
mit hochreiner Spinat-ATP-Synthase wird eine Bande ausgeschnitten und zur Zerkleinerung durch
eine Spritze gepresst (A). Durch Zugabe von Puffer mit Digitonin diffundieren die Proteine aus dem
Gel in den Elutionspuffer (B). Das erhaltene Chlamydomonas reinhardtii-Eluat zeigt auf SDS-Gelen
eine ähnliche Zusammensetzung wie die Spinat-ATP-Synthase (C).
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Reinigung der ATP-Synthase aus Chlamydomonas reinhardtii mittels präparativer Gelelektrophorese
Ein alternativer Weg zur Isolierung empfindlicher Proteinkomplexe ist die präparative native Gelelek-
trophorese. In nativen Gelen kann die Chloroplasten-ATP-Synthase aus Chlamydomonas reinhardtii als
intakter Komplex identifiziert werden (siehe z.B. [413]). Dabei haben die bei der Elektrophorese ein-
gesetzten Puffer einen entscheidenden Einfluss auf die Erhaltung der vollständigen ATP-Synthase (sie-
he S. 27). Wichtig ist bei der blau-nativen Elektrophorese die Verwendung eines Kathodenpuffers mit
geringer Coomassie-Konzentration, also 0,002%, für die gelelektrophoretische Isolierung von intaktem
CF1FO [393]. Aufgrund der guten Auftrennung in BN-Gelen wurde zunächst versucht dieses Verfahren
für die Isolierung der ATP-Synthase aus Chlamydomonas reinhardtii einzusetzen. Hierbei ist zwar nach
der Elektrophorese eine deutliche Bande für CF1FO vorhanden, aber beim Versuch, diese Bande zu eluie-
ren, zerfällt die ATP-Synthase in ihre Subkomplexe CF1 und CFO (Daten nicht gezeigt). Der Zerfall kann
sowohl bei passiver Elution als auch bei der Elektroelution beobachtet werden.
Als milde Alternative zur blau-nativen Elektrophorese eignet sich die farblos-native Variante [388,
417]. Aufgrund der Erfahrungen bei der präparativen CN-PAGE mit Spinat-ATP-Synthase (siehe S.27)
enthielten die Gele für die Chlamydomonas reinhardtii-Proben 0,05% Detergens. Dadurch erhält man
eine leicht grün gefärbte CF1FO-Bande mit leicht höherer apparenter Masse als die ATP-Synthase aus
Spinat (siehe Abb. 4.4 (A)). Da die Elektroelution für CN-Gele nicht geeignet ist (siehe S. 28), wurden
die Banden stattdessen für die passive Elution in Detergens-haltigem Puffer inkubiert. Elutionsversuche,
bei denen entweder DDM oder Digitonin für den kompletten Ablauf (siehe Abb. 4.4) eingesetzt wurden,
zeigten, dass mit Digitonin mehr ATP-Synthase-Gesamtkomplex erhalten werden kann. Dass wirklich
alle Untereinheiten im Chlamydomonas reinhardtii-Eluat vorhanden sind, zeigte die SDS-PAGE beim Ver-
gleich mit der Referenz aus Spinat (siehe Abb. 4.4 (C)). Während also bei dem chromatographischen
Verfahren nur eine unvollständige ATP-Synthase resultiert, ist Chlamydomonas reinhardtii-CF1FO aus der
CN-PAGE intakt, was sich auch durch eine erneute native Elektrophorese mit dem Eluat nachweisen ließ
(Daten nicht gezeigt). Als weiterer Nachweis für die Intaktheit der ATP-Synthase wurde ein Aktivitätstest
durchgeführt. Dabei zeigte sich, dass das während der CN-PAGE verwendete Digitonin bei der Rekonsti-
tution des Eluats in die Membran von Liposomen nur schlecht entfernt wird. Die erhaltenen Liposomen
mit Chlamydomonas reinhardtii-CF1FO zeigten immerhin eine schwache ATP-Synthese-Aktivität, die auch
durch DCCD hemmbar war (Daten nicht gezeigt). Das Verfahren wurde später in Zusammenarbeit mit
N. G. Heidrich [418] optimiert.
4.1.3 Isolierung der ATP-Synthase aus Thermosynechococcus elongatus
Die Instabilität von isolierten Membranproteinkomplexen in Detergenslösung macht eine erfolgreiche
funktionelle und strukturelle Charakterisierung oft schwierig und kann sie mitunter sogar verhindern.
Bei Proteinen aus thermophilen Organismen wird hingegen eine deutlich höhere Stabilität als bei den
mesophilen Homologen beobachtet, wodurch „Thermozyme“ für viele Anwendungen interessant sind
[419–423]. Für das thermophile Cyanobakterium Thermosynechococcus elongatus ist das Genom vollstän-
dig sequenziert [424], was die Identifizierung von Proteinbanden mit Proteaseverdau und Massenspek-
trometrie vereinfacht. Außerdem konnten für diesen Organismus schon beide Photosysteme kristallisiert
und ihre Struktur mit hoher Auflösung ermittelt werden [425, 426]. Für die ATP-Synthase ist die Struktur
der ε-Untereinheit aus T. elongatus mittels NMR-Spektroskopie untersucht worden [427]. Daher besteht
neben der erwarteten höheren Stabilität auch die Hoffnung, dass eine Strukturaufklärung von Proteinen
aus dem thermophilen Cyanobakterium leichter realisierbar ist als bei solchen aus komplexeren Organis-
men. Die Anzucht von Thermosynechococcus elongatus fand bei 55°C an der Ruhr-Universität Bochum bei
A. Poetsch statt. Dort wurden auch die Thylakoidmembranen durch Zellaufschluss nach der Stickstoff-
Dekompressionsmethode präparariert [428]. Mit diesen Thylakoidmembranproben begann dann die Op-
timierung der Reinigungsprozedur für die ATP-Synthase in Darmstadt (siehe Abb. 4.5).
4 Ergebnisse der eigenen Untersuchungen 31
Abbildung 4.5: Reinigung der ATP-Synthase aus Thermosynechococcus elongatus. Nach der Solubilisierung der Thyla-
koidmembran mit milden Detergenzien erfolgt eine Zugabe von Ammoniumsulfat zur Abtrennung
von Fremdproteinen. Durch Einstellen einer Ammoniumsulfat-Konzentration von 50% der Sätti-
gungskonzentration präzipitiert die ATP-Synthase. Nach Lösen in geringen Mengen an Puffer wird
dieses Sediment auf einen linearen Dichtegradienten mit 15–50% (w/v) Saccharose aufgetragen. Im
Bereich von 35–40% Saccharose kann nach der Zentrifugation die ATP-Synthase identifiziert wer-
den. Bei der anschließenden Farbstoffliganden-Chromatographie binden viele Fremdproteine an den
Farbstoff Rot-120. Der letzte Reinigungsschritt ist eine Anionenaustausch-Chromatographie, bei der
eine sehr reine ATP-Synthase-Fraktion durch Elution mit linear steigenden Kochsalzkonzentrationen
erhalten wird.
Da die Solubilisierung der Thylakoidmembranen einen entscheidenden Einfluss bei der Isolierung der
Membranproteinkomplexe hat, erfolgten zunächst Tests mit unterschiedlichen Detergenzien. Mit Hilfe
denaturierender und nativer Gele sollte festgestellt werden, welches Detergens geeignet ist, um große
Mengen intakter ATP-Synthase zu isolieren. Für den F1FO-Nachweis wurden Western-Blots der Gele mit
unterschiedlichen Antikörpern gegen die ATP-Synthase aus Spinat untersucht. Nach der Elektrophore-
se erfolgte hierzu der Transfer der Proteine aus dem Gel auf eine PVDF-Membran. Die Membran kam
dann in eine Lösung mit dem Antikörper gegen eine Untereinheit der ATP-Synthase und nach einigen
Waschschritten in eine weitere Lösung mit dem Zweitantikörper-Konjugat. Dieser Zweitantikörper bin-
det an den ATP-Synthase-Antikörper. Gleichzeitig ist in dem Konjugat eine enzymatische Funktion ent-
halten, Meerrettich-Peroxidase oder Alkalische Phosphatase, durch welche dann der Nachweis erfolgt
[429]. Die Peroxidase kann in einer Luminol-haltigen Lösung inkubiert werden, wodurch sich die mar-
kierten Banden mittels Chemilumineszenz detektieren und quantifizieren lassen. Bei der Alkalischen
Phosphatase findet der Nachweis über eine Farbreaktion statt. Hierbei erfolgt eine Dephosphorylierung
von BCIP (5-Brom-4-chlor-3-indolylphosphat), was zur Bildung eines blauen Indigofarbstoffs führt. Farb-
verstärkend wirkt die Reaktion mit dem Oxidationsmittel NBT (Nitroblautetrazoliumchlorid), welches
ebenfalls einen blauen Farbstoff bildet. Die dadurch entstandenen farbigen Banden auf der Membran
lassen sich zwar schlecht quantifizieren, aber im Rahmen dieser Arbeit war dieser Test sensitiver als
die Chemilumineszenz-Reaktion der Peroxidase. Diese Voruntersuchungen zeigten, dass sowohl Unter-
einheiten des F1-Komplexes von Thermosynechococcus elongatus, als auch solche von FO nachgewiesen
werden können. Außerdem ließ sich dadurch auch zuordnen, welche Bande in nativen Gelen die intakte
ATP-Synthase ist (siehe Abb. 4.6).
Im Rahmen der Solubilisierungstests ergab sich, dass Decyl- und Dodecylmaltosid, Decanoyl- und Do-
decanoylsaccharose sowie Digitonin sehr geeignete Varianten zur Isolierung des F1FO-Gesamtkomplexes
sind. Um eine möglichst quantitative Solubilisierung zu erreichen, war eine Mischung von Dodecylmal-
tosid und Natriumcholat sowie zusätzlicher Ultraschall-Behandlung am besten geeignet [428]. Da das
Solubilisat vorwiegend andere Proteine (vor allem Phycobilisomen) und kaum ATP-Synthase enthielt,
waren noch weitere Reinigungsschritte erforderlich. In Anlehnung an die Präparation der ATP-Synthase
aus Spinat [178] schloss sich an die Solubilisierung eine fraktionierte Ammoniumsulfatfällung an. Für
32 4.1 Isolierung und Reinigung von Membranproteinkomplexen
Spinat-CF1FO konnten durch einen ersten Fällungsschritt mit 30% der Sättigungskonzentration Fremd-
proteine abgetrennt und mit einem zweiten Schritt bei 45% Ammoniumsulfatsättigung die ATP-Synthase
ausgefällt werden. Bei T. elongatus waren bei der Fällung mit 30% Ammoniumsulfat zwar einige ATP-
Synthase-Untereinheiten im Sediment zu finden, aber keine vollständige ATP-Synthase (Daten nicht ge-
zeigt). Für den zweiten Fällungsschritt erwies es sich als sinnvoll, die Ammoniumsulfatmenge auf 50%
der Sättigungskonzentration zu erhöhen, um möglichst viel ATP-Synthase zu isolieren.
Abbildung 4.6: Gelelektrophoretische Analyse und enzymatische Aktivität der ATP-Synthase aus Thermosynechococ-
cus elongatus. Proben der Reinigungsschritte zur Isolierung von Thermosynechococcus elongatus F1FO
(siehe Abb. 4.5) werden auf blau-native (A und B) bzw. denaturierende (C) Gele aufgetragen. A:
Gel direkt nach der blau-nativen Elektrophorese; B: Western-Blot des Gels gegen die α-Untereinheit
der (Spinat-)ATP-Synthase, angefärbt über die Reaktion der Alkalischen Phosphatase mit den Sub-
straten BCIP/NBT; C: Coomassie R-250 gefärbtes SDS-Gel; D: Aktivitätstest mit ATP-Synthasen aus
Spinat und T. elongatus. Auf die Gele wurden aufgetragen: T. elongatus F1FO nach der Rot-120-
Chromatographie (Spur 1), Chloroplasten-ATP-Synthase aus Spinat als Referenz (Spur 2), das Sedi-
ment der Fällung von T. elongatus-Solubilisat mit 50% Ammoniumsulfat (Spur 3), typische Fraktion
aus dem Dichtegradienten mit ca. 38% (w/v) Saccharose (Spur 4); auf dem SDS-Gel ist F1FO nach
der Anionenaustausch-Chromatographie.
Auch nach dieser Vorreinigung waren die Banden der ATP-Synthase(-Untereinheiten) bei der Elek-
trophorese sehr schwach gegenüber großen Mengen anderer Protein(komplex)e. Die Dichtegradienten-
zentrifugation als nächster Schritt sorgte für eine bessere Auftrennung und entfernt viele Fremdprote-
ine. Wie aber aus der starken Färbung der ATP-Synthase-Fraktionen zu erahnen war, waren diese im-
mer noch mit Pigment-haltigen Fremdproteinen verunreinigt (siehe Abb. 4.5). Bei Spinat konnte die
Farbstoffliganden-Chromatographie gerade Chlorophyll-haltige Proteine sehr gut von der ATP-Synthase
abtrennen [384]. Daher wurden mehrere Farbstoffsäulen getestet, unter denen sich Rot-120 als beste
erwies. Während der Rot-120-Chromatographie banden nur die Fremdproteine an die Säule, die ATP-
Synthase eluierte direkt nach dem Auftragen. Durch die Gelelektrophorese ließ sich der Erfolg der Rei-
nigung nachweisen. So zeigt das BN-Gel (Abb. 4.6), dass die Dichtegradientenfraktion (Spur 4 in A und
B)) neben der ATP-Synthase weitere Proteinkomplexe enthielt. Die in Spur 1 der Abb. 4.6 (A und B) ge-
zeigte Probe nach der Rot-120-Chromatographie bestand dagegen vorwiegend aus F1FO, was durch den
Western-Blot nachgewiesen wurde. In dieser Spur sind die Banden anderer Proteinkomplexe deutlich
schwächer, allerdings wies die Probe immer noch eine leichte Grünfärbung auf. Um eine sehr saubere
ATP-Synthase-Probe zu erhalten, kam das Rot-120-Eluat anschließend auf eine Anionenaustauschsäu-
le. Durch linear ansteigende Mengen an Kochsalz im Chromatographiepuffer erfolgte die Elution einer
jetzt farblosen ATP-Synthase-Fraktion bei etwa 0,4 M NaCl. Mit Hilfe eines SDS-Gels konnte nicht nur
die Reinheit der Probe aus der Ionenaustausch-Chromatographie nachgewiesen werden, die Banden des
Gels ließen sich auch für die Massenspektrometrie nutzen. Hierbei wurden zunächst die Banden der Un-
tereinheiten von F1 (α, β , γ, δ und ε) sowie die b-Untereinheit von FO identifiziert. Später konnten auch
die anderen Untereinheiten eindeutig zugeordnet werden [428].
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Neben der Reinheit war auch die enzymatische Aktivität der erhaltenen ATP-Synthase wichtig. Daher
erfolgten mit den Proben der Chromatographie Aktivitätstests auf die ATP-Synthese-Aktivität. Während
für die häufig eingesetzten ATP-Hydrolyse-Tests nur der F1-Teil der ATP-Synthase intakt sein muss, ist
für die Herstellung von ATP der F1FO-Gesamtkomplex erforderlich. Zum Nachweis der ATP-Synthese
wird ein elektrochemischer Protonengradient als Triebkraft für F1FO benötigt. Beim Einbau der ATP-
Synthase in Liposomen kann zunächst ein bestimmter pH-Wert und eine definierte Salzkonzentration
für das Lumen der Liposomen festgelegt werden. Durch Verdünnung der Liposomen mit einem anderen
Puffer ändern sich dann die Bedingungen außerhalb der Liposomenmembran und der Gradient ist somit
aufgebaut. Wenn aktiver F1FO-Gesamtkomplex in die Liposomen eingebaut wurde, kann der Gradient
zur ATP-Synthese genutzt werden [430].
Die Detektion erfolgt beim ATP-Synthese-Aktivitätstest über Biolumineszenz mit dem Luciferin/Lu-
ciferase-System [431]. Bei der Reaktion oxidiert die Luciferase ihr Substrat zusammen mit ATP und
Sauerstoff zu Oxyluciferin, und gelb-grünes Licht wird ausgestrahlt. Für den Nachweis wird die Lucife-
rin/Luciferase-Mischung vorgelegt und später die ATP-Synthase-Liposomen zugegeben. Durch die unter-
schiedlichen Protonen-/Salzkonzentrationen der beiden Lösungen kann die Synthese von ATP erfolgen.
ATP wiederum wird direkt mit Luciferin umgesetzt, was von einem Anstieg der Lumineszenz beglei-
tet wird. Die gemessenen relativen Werte für die Lumineszenz werden dann durch Zugabe definierter
ATP-Mengen kalibriert. Mit der chromatographisch gereinigten ATP-Synthase aus T. elongatus zeigt der
Aktivitätstest eine ATP-Synthase-Aktivität im Rahmen ähnlicher Werte, wie sie für Spinat-CF1FO ermittelt
wurden (Abb. 4.6). Als wichtiger Parameter erwies sich die Temperatur. Während bei niedrigen Tempera-
turen (4 bzw. 20°C) T. elongatus-F1FO weniger als 50% der maximalen ATP-Synthese-Aktivität (bei 55°C)
erreicht, tritt selbst bei 95°C noch kein vollständiges Versagen der Enzym-Aktivität ein. Die nachfolgen-
den Versuche in Zusammenarbeit mit T. Suhai bestätigten diese Thermostabilität und zeigten darüber
hinaus auch eine höhere Stabilität gegenüber denaturierenden Agenzien und dem Coomassie-Farbstoff
[428]. Die somit erhaltene sehr reine und enzymatisch aktive ATP-Synthase-Probe wurde anschließend
für die 2D-Kristallisation eingesetzt.
4.1.4 Isolierung von Subkomplexen der ATP-Synthase aus Spinat
Auch wenn für das Verständnis der Funktionsweise eines Proteinkomplexes eine vollständige Struk-
turaufklärung wünschenswert ist, muss man bei den sehr empfindlichen Membranproteinkomplexen
oft zufrieden sein, eine Teilstruktur zu erhalten. Solche Strukturen von Subkomplexen, wie die des F1-
Teils der mitochondrialen ATP-Synthase [214] oder des hydrophilen Teils von Komplex I der Oxidati-
ven Phosphorylierung ([432], können detaillierte Einblicke in den Aufbau und die Funktionsweise des
Holoenzyms liefern. Da vor allem der membranintegrale Teilkomplex der ATP-Synthase strukturell nur
unzureichend charakterisiert ist, wurden für dessen Isolierung geeignete Methoden etabliert.
Isolierung des Oligomers III14
Zur Klärung der Stöchiometrie in der Protonenturbine der ATP-Synthase sollte zumindest das Oligomer
der protonentransportierenden Untereinheit in intakter Form isoliert werden. In der ATP-Synthase von
Spinatchloroplasten ist dies das Oligomer von Untereinheit III, welches schon seit längerem aus elek-
trophoretischen Untersuchungen bekannt ist [433, 434]. Eine wichtige Voraussetzung für alle folgenden
Untersuchungen ist die Stabilität des Oligomers III14, die sich in Anwesenheit von denaturierenden Sub-
stanzen zeigt. So kann III14 auch in denaturierenden SDS-Gelen beobachtet werden (siehe Abb. 4.7).
Diese Stabilität lässt sich nutzen, um ATP-Synthase-Proben unter harschen Bedingungen zu inkubieren.
Dabei geht der Zusammenhalt der meisten Proteinkomplexe verloren, so dass schließlich nur das Oligo-
mer von Untereinheit III als Proteinkomplex erhalten bleibt. Für die Aufklärung der III14-Stöchiometrie
in Spinat wird eine ATP-Synthase-Probe aus der Dichtegradienten-Zentrifugation mit SDS behandelt und
über einen weiteren Dichtegradienten das Oligomer isoliert [435]. Als Detergenzien für die Vorbereitung
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Abbildung 4.7: Isolierung des Oligomers III14 aus Spinat mittels Dichtegradienten-Zentrifugation. Eine Probe mit
Chloroplasten-ATP-Synthase, vorgereinigt durch eine Dichtegradienten-Zentrifugation in Anwesen-
heit von Triton X-100, wird dialysiert und für 30 min bei Zimmertemperatur mit 1 % (w/v) SDS
(Endkonzentration) inkubiert. Anschließend wird diese Probe auf einen Gradienten (7,5–30 %
(w/v) Glycerol) aufgetragen und zentrifugiert. Die Fraktionen, die bei dieser Zentrifugation in
Anwesenheit von SDS bzw. Dodecylmaltosid erhalten wurden, werden durch eine denaturieren-
de Elektrophorese analysiert. Hierbei zeigt sich, dass bei Verwendung von SDS die Reinheit der
Oligomer-Fraktionen höher ist: Vergleiche die Dodecylmaltosid-Fraktionen 4 bis 6 mit den SDS-
Fraktionen 2 bis 7. Darüber hinaus wird sogar mehr III14 aus dem SDS-Gradienten erhalten. Gezeigt
sind denaturierende Gele nach Silberfärbung.
des Gradienten eignen sich SDS und DDM (siehe Abb. 4.7). Wenn hingegen Octylthioglucosid eingesetzt
wird, zerfällt das Oligomer größtenteils in III1 (Daten nicht gezeigt). Ein von anderen Gruppen beschrie-
benes Verfahren zur Isolierung von III14 aus Spinat basiert auf der Inkubation von Membranen in Lau-
roylsarcosin [436–438]. Dieses Detergens wurde zuvor eingeführt, um die c11-Oligomere aus Ilyobacter
tartaricus [439] zu erhalten. Mittlerweile konnte auch die Kristallstruktur der auf diesem Weg isolierten
Ilyobacter-Oligomere gelöst werden [440].
Isolierung des CFO-Komplexes durch Spaltung und Chromatographie
Zur Isolierung von CFO ist in der Literatur ein Verfahren beschrieben, bei dem die ATP-Synthase zu-
nächst an einen schwachen Ionenaustauscher (Diethylaminoethylreste) bindet [441]. Durch Verwendung
eines Puffers mit dem Detergens Zwittergent 3-12 erfolgt dann die Spaltung der ATP-Synthase und die
Elution von CFO. Dieses Verfahren wurde daher auch zusammen mit D. Neff getestet, eine Isolierung von
intaktem CFO gelang aber nicht [393]. Beim Vergleichen unterschiedlicher chromatographischer Reini-
gungsverfahren während der Dissertation hatte sich gezeigt, dass durch Chromatographie mit starken
Ionenaustauschern (quartäre Ammoniumverbindungen) Teilkomplexe der ATP-Synthase von vollständi-
gem CF1FO getrennt werden können [178]. Bei der damals verwendeten Probe war der Zerfall durch die
lange Lagerung von vollständiger ATP-Synthase eingetreten. Da dies schlecht reproduzierbar ist, sollte
nun ein Verfahren zur gezielten Disassemblierung von CF1FO ermittelt werden.
Die klassische Methode zur Spaltung der Chloroplasten-ATP-Synthase ist die Behandlung mit EDTA
(S. 15), allerdings wird hierbei nur ein Teil der CF1-Teile abgetrennt (Daten nicht gezeigt). Als effizi-
entere Verfahren ist die Behandlung von ATP-Synthase in Liposomen mit Natriumbromid [442] oder
Guanidiumchlorid [443] beschrieben. Die Natriumbromidmethode hat allerdings den Nachteil, dass die
erhaltene CFO-Präparation instabil ist und in die Untereinheiten zerfällt [442]. Beim Verfahren mit Gua-
nidiumchlorid liegt die Spaltungseffizienz etwas niedriger als bei der zuvor erwähnten Methode, aber
höher als mit EDTA. Allerdings ist die Stabilität von CFO aus der Guanidiniumchlorid-Spaltung besser als
bei der Natriumbromid-Behandlung [443]. Um funktionelle Messungen des Protonenflusses durch CFO
durchführen zu können, wurde der CF1-Teil mit einer Natriumthiocyanat-Behandlung entfernt [444].
Durch Verwendung von Guanidiniumthiocyanat ließen sich die CF1-Teile aus ATP-Synthase-Liposomen
abtrennen, um mittels der Rasterkraftmikroskopie ringförmige Strukturen des CFO-Subkomplexes zu vi-
sualisieren [197].
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Abbildung 4.8: Isolierung von CFO durch Thiocyanat-Spaltung und Chromatographie. Eine Probe mit Chloroplas-
ten-ATP-Synthase, gereinigt durch Farbstoffliganden-Chromatographie in Anwesenheit von Dodecyl-
maltosid, wird für 90 min bei 37°C mit 2 M Natriumthiocyanat (Endkonzentration) inkubiert. An-
schließend wird dieser Ansatz über eine Gelfiltrationssäule entsalzt. Zur Trennung von CFO von den
abgespaltenen Untereinheiten der ATP-Synthase wird die entsalzte Probe durch Anionenaustausch-
Chromatographie gereinigt (A). Durch kontinuierliche Erhöhung der Salzkonzentration eluieren
die an den Ionenaustauscher gebundenen Proteine und werden fraktionsweise gesammelt. Hier-
bei sind im Elutionsprofil zwei größere Maxima erkennbar (B). Die zu diesen Maxima gehörigen
Fraktionen sowie die ATP-Synthase vor und nach der Thiocyanat-Behandlung werden über SDS-
Gelelektrophorese analysiert (Coomassie-Blau gefärbtes Gel in C).
In Zusammenarbeit mit S. Rexroth konnte ein chromatographisches Verfahren zur Isolierung von CFO
aus gereinigter Chloroplasten-ATP-Synthase aus Spinat ausgearbeitet werden. Hierbei erfolgte eine Spal-
tung mit Natriumbromid an solubilisiertem CF1FO und danach die chromatographische Reinigung. Die
Instabilität der so erhaltenen CFO-Präparation zeigte sich auch hier, denn die wesentlichen Banden im
SDS-Gel waren die Untereinheit III, IV und γ, so dass der periphere Stiel wohl ebenfalls gespalten wur-
de [409, 445]. Daher wurde nachfolgend die Spaltungsprozedur mit unterschiedlichen Inkubations-
zeiten und Reagenzien getestet. Durch die Guanidiniumthiocyanat-Spaltung konnte die ATP-Synthase
am effizientesten in CF1 und CFO getrennt werden. Als beste Variante stellte sich aber die Behandlung
mit Natriumthiocyanat heraus, bei der alle Untereinheiten von CFO im Eluat der Anionenaustausch-
Chromatographie zu finden sind (siehe Abb. 4.8). Beide Probe dienten als Ausgangsmaterial für 2D-
Kristallisationsansätze [446].
Isolierung des CFO-Komplexes durch blau-native Gelelektrophorese
Neben der Dichtegradientzentrifugation und Chromatographie kann auch die Gelelektrophorese prä-
parativ zur Proteinisolierung eingesetzt werden [132]. Wie zuvor schon schematisch gezeigt (siehe Abb.
4.1, S. 27) kann die vollständige ATP-Synthase während der blau-nativen Elektrophorese gespalten wer-
den. Wichtig hierfür ist die Anwesenheit ausreichender Mengen an Coomassie-Brillant-Blau G-250. Auf
diesem Wege ist somit die Isolierung des CFO-Subkomplexes realisierbar. Dazu wird eine Probe mit vor-
gereinigter ATP-Synthase zunächst mit 0,02% (w/v) CBBG inkubiert und anschließend durch BN-PAGE
aufgetrennt (siehe Abb. 4.2 auf S. 28). Zur erfolgreichen Isolierung von CFO sollte eine ATP-Synthase-
Probe aus einem Dichtegradienten mit Triton X-100 verwendet werden. Eine solche Probe beinhaltet
zwar neben CF1FO noch weitere Proteine (z.B. Ribulose-Bisphosphat-Carboxylase/Oxygenase, Rubis-
Co), ist aber besser geeignet als chromatographisch gereinigte ATP-Synthase in Anwesenheit von DDM
[383, 384]. Versuche mit der DDM-ATP-Synthase zeigten nämlich, dass dann CF1FO nur noch unvollstän-
dig gespalten wird und die CF1FO-Bande im BN-Gel dominiert (Daten nicht gezeigt). Die Kombination
DDM/CBBG scheint daher weniger aggressiv als die Kombination Triton X-100/CBBG zu sein. Für die
2D-Kristallisation waren viele präparative BN-Gele mit anschließender Elektroelution notwendig. Beim
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Vergleich von SDS-Gelen der Eluate war häufig festzustellen, dass die Untereinheiten III und IV am bes-
ten erkennbar sind (siehe Abb. 4.2 auf S. 28). Die Stiel-Untereinheiten I und II sind vermutlich nur
in substöchiometrischen Mengen in dieser Präparation vorhanden. Daher kann von den vorgestellten
Verfahren wohl nur die Natriumthiocyanat-Spaltung mit anschließender Chromatographie intaktes CFO
liefern (siehe Abb. 4.8).
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4.2 Struktur und Funktion von ATP-Synthasen
4.2.1 Aufbau und enzymatische Aktivität der Chloroplasten-ATP-Synthase
Untereinheit III und ihr Oligomer
Für die Umwandlung des elektrochemischen Protonengradienten ist in der Chloroplasten-ATP-Syn-
thase aus Spinat die Untereinheit III von entscheidender Bedeutung. Durch Extraktion mit organischen
Lösungsmitteln wird sie als einzelnes Protein mit einer molaren Masse von 8003 g/mol (gemäß MALDI-
Massenspektrometrie) erhalten [435]. Bei milderen Prozeduren, z.B. durch SDS-Inkubation von CF1FO,
bleibt das Oligomer III14 intakt und kann in reiner Form in mg-Mengen isoliert werden (siehe Abb.
4.7 auf S. 35). Wenn aber dieses Oligomer mittels MALDI-Massenspektrometrie untersucht werden soll,
zerfällt es vermutlich bei der Ionisierung, und nur das Monomer III1 ist nachweisbar [435]. Um das
Oligomer auch während solcher Messungen erhalten zu können, ist eine Massenspektrometrie-Methode
mit noch milderer Ionisierung erforderlich, wie die erst kürzlich entwickelte Variante „laser-induced
liquid bead ion desorption“ [175]. Hiermit konnten andere Arbeitsgruppen die dreizehn Untereinheiten
des homologen Oligomers in alkaliphilen Bakterien nachweisen [447].
Durch eine Kombination unterschiedlicher Messmethoden lassen sich Gemeinsamkeiten bzw. Unter-
schiede des Monomers und Oligomers von Untereinheit III zuverlässig ermitteln. So zeigen sowohl die
Fourier-Transform-Infrarot- als auch die Circulardichroismus-Spektroskopie bei Mono- und Oligomer die
vorwiegend α-helikale Sekundärstruktur von III [435]. Interessanterweise ändert sich beim Monomer
aber die Struktur abhängig vom Lösungsmittel. Bei der Ermittlung der Sekundärstruktur in 1% SDS ist
der α-Helixanteil von III1 und III14 noch ähnlich, aber beim Verdünnen auf 0,5% SDS erniedrigt sich der
Anteil nur beim Monomer deutlich [435]. Daher ist die Konformation einer einzelnen Untereinheit im
Oligomer wohl durch Protein-Protein-Wechselwirkungen stabilisiert. Hier könnte die Änderung der Kon-
formation nur für die jeweilige Untereinheit III von Bedeutung sein, die in Kontakt mit der Untereinheit
IV tritt und dabei Protonen austauscht.
Der periphere Stiel photosynthetischer ATP-Synthasen
In Chloroplasten und Cyanobakterien bildet ein Heterodimer aus den Untereinheiten I+II bzw. b+b’
den peripheren Stiel der ATP-Synthase. Für die jeweiligen Untereinheiten wird angenommen, dass sie
durch Genduplikation eines Vorläufers (Untereinheit b aus Bakterien) entstanden sind [283]. Trotz glei-
cher Ausgangssequenz haben sich I und II aber zu sehr verschiedenen Proteinen entwickelt, von denen
nur II bzw. b’ als homolog zur bakteriellen b-Untereinheit angesehen wird [448]. Während Untereinheit
II der Chloroplasten-ATP-Synthase schon durch heterologe Expression in Bakterien in größeren Men-
gen isoliert werden konnte [448], fehlte für I eine geeignete Isolierungsprozedur. Die Ionenaustausch-
Chromatographie in Anwesenheit des Detergens Zwittergent 3-12 ermöglichte die Abtrennung und Rei-
nigung von Untereinheit I aus Spinat-CF1FO [449]. Durch Fourier-Transform-Infrarot- sowie Circulardi-
chroismus-Spektroskopie konnte der α-Helixanteil der so erhaltenen Untereinheit I mit der heterolog
exprimierten Untereinheit II verglichen werden. Dabei ergaben sich 67% α-Helix für Untereinheit I, aber
nur 41% für II [449]. Für den Zusammenhalt der beiden Untereinheiten des peripheren Stiels sollen so-
genannte „coiled-coil“-Bereiche wichtig sein, also zwei Einzelhelices, die umeinander zu einem Doppel-
wendel gewunden sind. Daher wurde mittels unterschiedlicher Computerprogramme untersucht, welche
Ausschnitte der Aminosäuresequenz für solche Wechselwirkungen in Frage kommen. Für Untereinheit I
ergaben sich drei hydrophobe helikale Bereiche, während II nur zwei derartige Regionen zeigt [449]. Ein
weiterer Unterschied zwischen I und II zeigt sich im Carboxy-terminalen Bereich. Hier befinden sich zwei
positiv geladene Aminosäuren in Untereinheit II mitten in einer hydrophoben Region. Diese Aminosäu-
ren sind aber nicht nur in Spinat vorhanden sondern auch in anderen photosynthetischen Organismen
[449].
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Der zentrale Stiel der Chloroplasten-ATP-Synthase
Die Untereinheiten γ und ε sind in der Chloroplasten-ATP-Synthase nicht nur als rotierendes Element
bei der katalytischen Funktion von entscheidender Bedeutung. In CF1FO steuern sie auch den Verlauf der
Katalyse durch effiziente Unterbindung einer unerwünschten Hydrolyse von ATP. Für diese regulatorische
Funktion scheint auch eine Konformationsänderung von ε wichtig zu sein und zwar von zwei α-Helices
am Carboxy-Terminus (siehe Abschnitt 3.5.1 S. 18). Um Wechselwirkungen von ε mit anderen Unterein-
heiten zu zeigen, erfolgte eine Inkubation mit Quervernetzern (Maleimid-Succinimidylester), die Amino-
gruppen mit Sulfhydrylgruppen verbinden [450]. In Voruntersuchungen hatte sich diese Molekülklasse
als geeigneter gegenüber Quervernetzern mit zwei gleichen funktionellen Gruppen herausgestellt. Die
gewählten Moleküle können also Lysinreste bzw. den Amino-Terminus mit Cysteinresten vernetzen, wo-
bei die Distanz durch unterschiedliche lange Abstandhalter (0,15—1,46 nm) vorgegeben wird. Durch
Western-Blotting konnte ermittelt werden, dass ε in Kontakt mit den Untereinheiten III und γ tritt [450].
Die Massenspektrometrie erlaubte dann die genauere Aussage, welche Aminosäuren vernetzt wurden.
Abhängig von den Bedingungen kommt der Cysteinrest 6 von ε entweder in Kontakt mit Lysinrest 48
von Untereinheit III oder aber mit einer bislang noch nicht identifzierten Aminosäure in Untereinheit γ
[450]. Die Anwesenheit von Nukleotiden führt dazu, dass sich der Amino-Terminus von ε sowohl von
Untereinheit III als auch von γ entfernt. Wenn hingegen Magnesium-Ionen zugegeben werden, wird der
Cysteinrest 6 von ε eher mit γ verknüpft und bewegt sich von der Untereinheit III weg [450]. Neben
dem Carboxy-Terminus von ε scheint also auch der Amino-Terminus bei der Regulation wichtig zu sein.
Für die Charakterisierung der Funktion von ATP-Synthasen wird häufig die ATP-Hydrolyse als Maß der
Aktivität ermittelt. Dies ist besonders in nativen Gelen nützlich, da sich durch die Inkubation dieser Gele
in geeigneten Testlösungen schnell Banden mit ATPase-Aktivität identifizieren lassen. Wenn nun aber die-
ser Test für die Chloroplasten-ATP-Synthase durchgeführt werden soll, z.B. zum schnellen Auffinden der
CF1FO-Bande, ist die starke Hemmung der Hydrolyseaktivität durch Untereinheit ε ein großer Nachteil.
Die bei diesem Test weiß-gefärbten Banden in nativen Gelen sind äußerst schwach bis nicht erkennbar.
Zur Lösung dieses Problems wurde die bisher bekannte Prozedur [451] in zwei Punkten optimiert: Ver-
besserung der Empfindlichkeit und Aufhebung der Hemmung durch ε [452]. Die Empfindlichkeit ließ
sich dadurch verbessern, dass nach der Standardmethode, bei der weißes Bleiphosphat entsteht, das
Gel zusätzlich für nur ca. 10 s in Ammoniumsulfidlösung eingelegt wird. Durch diesen kurzen Inkuba-
tionsschritt werden aus schwachen weißen Banden dunkle Bleisulfid-Banden [452]. Um bei photosyn-
thetischen ATP-Synthasen die latente ATPase-Funktion in eine ATP-Hydrolyse-Aktivität umzuwandeln,
sind verschiedene Prozeduren beschrieben, durch welche ε aus der ATP-Synthase entfernt wird [272].
Es wurden mehrere Verfahren getestet, so war bei der Identifzierung des Dimers der Chloroplasten-
ATP-Synthase auch das Versetzen der Inkubationslösung mit 20% Methanol erfolgreich [219]. Als beste
Variante erwies sich aber die Zugabe von Detergenzien, wobei mit Taurodesoxycholat die Hemmung
durch ε am effektivsten aufgehoben werden kann [452].
4.2.2 Stöchiometrie des Oligomers der Untereinheit c/III
Stöchiometrie des Oligomers der Chloroplasten-ATP-Synthase aus Spinat
Für die Chloroplasten-ATP-Synthase ist schon seit Ende der 1980er Jahre bekannt, dass Untereinheit III
ein Oligomer bildet, welches auch in denaturierenden SDS-Gelen identifiziert werden kann [433, 434].
Beim Versuch, dieses Oligomer elektronenmikroskopisch zu untersuchen, wurden lange kettenförmi-
ge Strukturen („Strings“) gefunden. Solche Strings lassen sich reproduzierbar erhalten (siehe z.B. die
linearen Aggregate in Abb. 3.5 auf S. 12) und ordnen sich teilweise auch zu Stapeln an. Leider kann dar-
aus aber nur ungefähr die Größe des Oligomers bestimmt werden [433]. Aussagen über die Form sind
schwieriger, da dieses Oligomer für eine Einzelpartikelanalyse zu klein ist und durch die hohe Hydro-
phobizität viele Detergensmoleküle das Oligomer umgeben und strukturelle Details überdecken. Wenn
hingegen die Ketten untersucht werden, erkennt man keine Unterscheidung der einzelnen Segmente.
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Nur bei solchen Strings, bei denen vollständige ATP-Synthase als Ausgangsmaterial eingesetzt wurde,
kann an Hand der CF1-Teile eine Abgrenzung abgeschätzt werden.
Erst nach dem Einbau in eine Lipiddoppelschicht bei geeigneten Protein-zu-Lipid-Verhältnissen sind
Rückschlüsse auf die Form des Oligomers möglich. So zeigten die ersten Raster-Kraft-mikroskopischen
Studien an der Chloroplasten-ATP-Synthase ringförmige Strukturen [197]. An eigenen Proben konnten
solche Strukturen mittels Elektronenmikroskopie nachgewiesen werden [391]. Jeder dieser Oligomer-
Ringe ist nun aus einer bestimmten Anzahl an Monomeren (bzw. „Protomere“: Protein-Monomere) der
Untereinheit III zusammengesetzt. Die akzeptierte Lehrmeinung hierzu war, dass 9 oder 12 Monomere
das Oligomer bilden und somit 3 oder 4 Protonen für die Synthese eines ATP-Moleküls über die Membran
transportiert werden. Daher war es überraschend, als zunächst von der Gruppe des Nobelpreisträgers J.E.
Walker eine Stöchiometrie von 10 Untereinheiten im Oligomer der mitochondrialen ATP-Synthase aus
Hefe publiziert wurden [242]. Zwar waren Ergebnisse aus meiner Doktorarbeit [178] parallel dazu ein-
gereicht worden, allerdings wurde zunächst nicht geglaubt, dass in Spinat das Chloroplasten-Oligomer
aus 14 Untereinheiten besteht. Vermutlich erst durch die Science-Veröffentlichung der 10 Untereinheiten
in Hefe gelang es auch, das Manuskript der III14-Stöchiometrie von Spinat zu publizieren [220]. Trotz
der eindeutigen Resultate waren immer wieder Fragen aufgekommen, ob diese Anzahl womöglich ein
Artefakt der Rekonstitution in Lipidmembranen darstellt.
Abbildung 4.9: Raster-Kraft-Mikroskopie von 2D-Kristallisationsansätzen der ATP-Synthase aus Spinat. Unterschied-
liche Subkomplexe der ATP-Synthase aus Spinat wurden mittels AFM untersucht, um die Stöchiome-
trie der Untereinheit III und mögliche Position der Untereinheit IV festzustellen. (A) zeigt eine Probe
mit dem Oligomer III14 und (B) einen Ansatz mit vollständigem CFO. Die Aufnahmen entstanden in
Zusammenarbeit mit der Gruppe von D.J. Müller (BIOTEC, Dresden).
Da in [220] nur eine Methode zur Isolierung des Oligomers eingesetzt wurde und diese auch noch
das denaturierende Detergens SDS beinhaltete, wurden alternative Proben unter milderen Bedingungen
erzeugt. Am besten geeignet ist natürlich der Nachweis der Stöchiometrie an einer vollständigen ATP-
Synthase. Leider ließen sich nach der 2D-Kristallisation von derartigen Ansätzen mit der AFM nur selten
die Ring-Strukturen erkennen, wie z.B. bei F1FO aus T. elongatus (siehe Abb. 4.10). Auch bei dem Versuch,
aus 2D-Kristallen mit vollständiger ATP-Synthase den CF1-Teil vor oder während der AFM zu entfernen,
waren die erhaltenen Bilder nicht geeignet. Nur die Ringstruktur konnte erahnt werden, für ein Ab-
zählen der Untereinheiten reichte die Auflösung nicht aus. Daher waren unterschiedliche Verfahren zu
entwickeln bzw. optimieren, um ATP-Synthase-Teilkomplexe zu isolieren: über Dichtegradientenzentri-
fugation, präparative Elektrophorese oder Anionenaustausch-Chromatographie (siehe Abschnitt 4.1.4,
ab S. 34). Diese Proben wurden mit unterschiedlichen Detergenzien und Lipiden gemischt, um hieraus
beim Entfernen des Detergens 2D-Kristalle zu erhalten (siehe Abb. 3.5 auf S. 12). Durch Elektronen-
mikroskopie an negativ kontrastierten Präparaten unter Nutzung der Ausstattung am MPI für Biophysik
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(Arbeitsgruppe von W. Kühlbrandt, Frankfurt) erfolgte dann die Auswahl von Proben für die Raster-Kraft-
Mikroskopie. Dieses Verfahren hat den Vorteil, dass die Vorauswahl schneller abläuft, denn so können
innerhalb der gegebenen Messzeiten ca. 12 verschiedene Proben charakterisiert werden. Die ausgewähl-
ten Ansätze wurden dann zur Arbeitsgruppe von D.J. Müller (BIOTEC, Dresden) geschickt und von
ihnen mittels AFM untersucht. 2D-Kristalle der Probe aus der Dichtegradientenzentrifugation enthielten
nur das Oligomer der Untereinheit III. Bei den 2D-Kristallen des ATP-Synthase-Subkomplexes aus der
präparativen BN-PAGE waren die Untereinheiten III und IV vorhanden. Eine Analyse der 2D-Kristalle
der dritten Probe (Natriumthiocyanat-Spaltung und Anionenaustausch-Chromatographie) zeigte, dass
hier alle CFO-Untereinheiten anwesend waren. Das bedeutet, dass das chromatographische Verfahren
wirklich eine vollständige CFO-Präparation zur Verfügung stellt, die darüber hinaus auch während der
Rekonstitution in Lipidmembran stabil ist. Durch die Raster-Kraft-Mikroskopie ergab sich, dass alle drei
zuvor erwähnten Proben die gleiche III14-Stöchiometrie aufweisen [446]. In den AFM-Topogrammen
ließ sich direkt die Anzahl von 14 Untereinheiten III pro Oligomer der ATP-Synthase aus Spinat abzäh-
len (siehe Abb. 4.9). Auch für die ATP-Synthase aus Rinderherz-Mitochondrien, Chloroplasten von C.
reinhardtii sowie aus T. elongatus wurden 2D-Kristallisationsansätze vorbereitet. Meist zeigte aber schon
die Elektronenmikroskopie mit Negativkontrastierung, dass diese Proben nicht für eine hochauflösende
Strukturaufklärung geeignet sind. Die besten Strukturen konnten mit der ATP-Synthase aus T. elongatus
erhalten werden, hier waren mit der AFM sogar die Ringstrukturen erkennbar (siehe Abb. 4.10). Aber
auch diese reichten für die Analyse der Stöchiometrie nicht aus, ebenso erbrachten weiterführende Ver-
suche von T. Suhai keine Verbesserungen [453]. Da bei der ATP-Synthase aus Spinat die 2D-Kristalle aber
nicht nur für die AFM geeignet sind, wurden sie auch mittels Kryoelektronenmikroskopie in Zusammen-
arbeit mit J. Vonck (Arbeitsgruppe W. Kühlbrandt, MPI für Biophysik, Frankfurt) charakterisiert. Auch
diese Analyse zeigte eindeutig die III14-Stöchiometrie und darüber hinaus, dass jede Untereinheit III aus
zwei α-Helices aufgebaut ist [198, 454].
Unabhängig von den eigenen Untersuchungen bestätigte die Gruppe von P. Gräber die III14-Stöchio-
metrie mit der Raster-Kraft-Mikroskopie [455]. Mittlerweile haben die Gruppen von P. Fromme bzw. G.
Groth auch dreidimensionale Kristalle des IIIer Oligomers aus Spinat erhalten, die ebenfalls die gleiche
Stöchiometrie eines Tetradekamers zeigen [438, 456]. Allerdings ist die über strukturelle Aufklärung
gefundene Stöchiometrie immer noch nicht im Einklang mit den funktionellen Daten. So lässt sich an
Proteoliposomen mit der Chloroplasten-ATP-Synthase eine Stöchiometrie von 4 Protonen pro ATP mes-
sen, d.h. 12 Untereinheiten III pro Oligomer [457, 458]. Und auch Bestimmungen der Ionen/Substrat-
Flüsse während der Belichtung von Pflanzenblättern lassen schlussfolgern, dass die Stöchiometrie von
14 abweicht [459]. Ein Grund für die Unterschiede zwischen der strukturellen und funktionellen Be-
stimmung der Stöchiometrie könnte darin liegen, dass biologische Systeme zwar präzise konzipiert sind,
aber trotzdem bei Transportprozessen „Fehler“ auftreten [460]. Erst diese Fehler ermöglichen eine An-
passung von Organismen an unterschiedliche Bedingungen. Für die Chloroplasten-ATP-Synthase wurde
beobachtet, dass sie unter bestimmten Bedingungen, Protonen direkt passieren lässt, der sogenannte
Protonen-Schlupf [461]. So fließen Protonen über die Thylakoidmembran ohne direkte Kopplung mit
der ATP-Synthese, wodurch das H+/ATP-Verhältnis verändert wird [462, 463].
Ein weiterer Punkt, der momentan noch in der Diskussion steht, ist die Anordnung der Untereinheiten
in FO. Bei Betrachtung der AFM-Bilder fällt auf, dass die Oligomer-Ringe mit kleinerem Durchmesser in
einigen Proben leer, in anderen gefüllt sind [446]. Bestätigt wird dies durch die elektronenmikroskopi-
sche Analyse, bei der im Inneren eines Oligomers weitere Anzeichen für eine Elekronendichte vorhanden
sind, die mit Untereinheit IV übereinstimmen könnte [198, 454]. Wenn man diese Befunde mit der Pro-
benzusammensetzung vergleicht, ergibt sich eine direkte Korrelation zwischen den gefüllten Oligomeren
und der Anwesenheit von Untereinheit IV. Daher scheint sich die Untereinheit IV in den Ansätzen im In-
neren des Ringes aus IIIer Untereinheiten zu befinden, was dem in der Einleitung gezeigten Modell wi-
derspricht (siehe Abb. 3.8 auf S. 16). Eine Erklärung für diese Position ist, dass sich Untereinheit IV nur
unter den Bedingungen der 2D-Kristallisation in das Innere des im Vergleich zu anderen Organismen
relativ großen Oligomers III14 anordnet. Für die Gesamt-ATP-Synthase ist eine zentrale Position noch
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schwerlich mit den Ergebnissen vieler anderer Forscher zu vereinbaren. So können Quervernetzungs-
Experimente eine Verbindung zwischen zwei a-Untereinheiten (homolog zu IV) aufzeigen [464]. Auch
aktuelle Befunde über Fluoreszenz-Resonanz-Energie-Transfer zeigen eindeutig, dass sich die Unterein-
heit a an der Peripherie des Oligomers befindet [465]. Ein anderer Grund, der als Ursache der gefüllten
Ringe diskutiert wird, ist die Anwesenheit von Lipiden im Inneren des Oligomers [466]. Bei den eigenen
Proben spricht aber die Korrelation mit der Menge an Untereinheit IV dagegen, sowie der Befund, dass
auch eine Phospholipase-Behandlung die Masse im Inneren nicht entfernen kann [446].
Variabilität der Stöchiometrie im Oligomer der Untereinheit III
Bei der nun für Spinat gefundenen Stöchiometrie III14 ergibt sich kein ganzzahliges H
+/ATP-Verhältnis
mehr. Außerdem unterscheiden sich die bisher identifizierten Stöchiometrien der verschiedenen Orga-
nismen. Daher ist es fraglich, wodurch die Menge an Monomeren im Oligomer festgelegt wird [244].
Eine weitere Frage in diesem Zusammenhang war, ob die Stöchiometrie in ein und demselben Orga-
nismus unterschiedliche Werte in Abhängigkeit von den Umweltbedingungen annehmen kann. Hierzu
hatten Schemidt et al. festgestellt, dass eine unterschiedliche Expressionsrate des Gens für Untereinheit
c in E. coli auch zu einer Veränderung der Stöchiometrie führt [249] und sich die Anzahl an Untereinhei-
ten im Oligomer auch mit den Wachstumsbedingungen ändert [250]. Demgegenüber zeigten Ergebnisse
ebenfalls an E. coli, dass die Primärstruktur der c-Untereinheit die Stöchiometrie festlegt, was keine me-
tabolische Variation der Ringgröße erlaubt [248]. Für letzteren Befund sprechen auch eigene Ergebnisse.
Wenn nämlich die AFM-Bilder der Chloroplasten-ATP-Synthase sowie der ATP-Synthase aus Ilyobacter tar-
taricus genauer untersucht werden, stellt man fest, dass es nicht nur vollständige Oligomere gibt. Es sind
auch defekte Protonenturbinen in den 2D-Gittern vorhanden, bei denen eine oder mehrere Untereinhei-
ten fehlen [467]. Aber trotz der fehlenden Untereinheiten bleiben die Oligomere im Durchmesser gleich,
nur die Form ist kein Ring mehr sondern ein Bogen. Somit ergibt sich die Folgerung, dass die Form eines
Monomers der Untereinheit III die resultierende Zylindergröße und dadurch auch die Stöchiometrie im
Oligomer festlegt [467].
Am Beispiel der Grünalge Chlamydomonas reinhardtii wurde überprüft, ob sich bei der Chloroplasten-
ATP-Synthase die Anzahl an Monomeren im Oligomer der Untereinheit III mit den Wachstumsbedingun-
gen ändert [406, 409]. C. reinhardtii erscheint als gutes Modellsystem, da zum Beispiel für CF1 bekannt
ist, dass sich die Anzahl der Untereinheiten α und β durch einen Rückkopplungsmechanismus reguliert
[468]. Zunächst erfolgte die Kontrolle, ob eine Änderung von Kultivierungsbedingungen tatsächlich wei-
tergehende metabolische Veränderungen hervorruft. Dazu wurde z.B. die Änderung der Chlorophyll- und
Stärkekonzentration der entsprechenden Algenkulturen bei Variation der Lichtintensität, des pH-Werts
oder der Kohlenstoffquelle bestimmt [406]. Aber auch auf Proteomebene blieb das Bandenmuster von
2D-Gelen mit nativer erster und denaturierender zweiter Dimension nicht gleich. Bei der Gegenüber-
stellung von Gelen mit photoautotroph und photomixotroph gewachsenen C. reinhardtii zeigte sich eine
Änderung in der Organisation von Photosystem I und seinen Lichtsammel-Komplexen [413]. Um nun
die Auswirkungen auf das Oligomer IIIx in CFOverfolgen zu können, musste eine Methode eingesetzt
werden, bei der möglichst schnell unterschiedliche Stöchiometrien festgestellt werden können. Die 2D-
Kristallisation liefert zwar exakte Ergebnisse, ist aber für den Vergleich unterschiedlicher Kulturen sehr
aufwändig. Eine gelbasierte Analyse mit hochauflösenden Gradientengelen erwies sich als geeignet. Als
Resultat dieser Arbeit ergab sich, dass die Stöchiometrie von IIIx auch unter deutlich geänderten metabo-
lischen Bedingungen konstant bleibt [415]. Mittlerweile konnten neue Experimente für E. coli mit Hilfe
der Quervernetzung von Untereinheit c ebenfalls eine konstante Stöchiometrie darlegen [469, 470]. Für
Na+-ATP-Synthasen änderte sich bei unterschiedlichen Umweltbedingungen zwar die Expression der c-
Untereinheit, nicht aber die c11-Stöchiometrie [471]. Und auch bei thermoalkaliphilen Bakterien bleibt
die Stöchiometrie konstant, und zwar bei c13 [472]. Durch die Gradientengelmethode kann nicht nur ei-
ne Änderung der Anzahl an Monomeren im Oligomer festgestellt werden. Zusätzlich erlaubt die Methode
eine direkte Aussage über die Stöchiometrie, in dem ein Vergleich mit einem geeigneten Massenstandard
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vorgenommen wird. Diese Arbeiten sind zur Zeit noch für C. reinhardtii und andere Algen sowie Cyano-
bakterien in Bearbeitung (Manuskript in Vorbereitung).
Stöchiometrie des Oligomers der Untereinheit III/c verschiedener Organismen
Abbildung 4.10: Raster-Kraft- und Elektronenmikroskopie-Bilder von 2D-Kristallisationsansätzen der ATP-Synthase
aus T. elongatus. Durch elektronenmikroskopische Aufnahmen an negativ kontrastierten Proben
eines Ansatzes zur 2D-Kristallisation konnte aus der Anwesenheit typischer F1FO-Strukturen (li-
neare und 2D-Aggregate) die strukturelle Intaktheit der ATP-Synthase bestätigt werden (A). In den
AFM-Bildern des gleichen Ansatzes erkennt man den Oligomer-Zylinder (B).
Neben der Lehrbuch-Meinung von 9 oder 12 Untereinheiten gingen schon im Jahr 2000 die Vermu-
tungen zur Stöchiometrie von III bzw. c weit auseinander [241]. Mittlerweile sind zu diesen Daten,
die oft auf kinetischen Messungen oder proteinbiochemischen Ansätzen basierten, auch Strukturdaten
hinzugekommen. Diese strukturellen Informationen haben den Vorteil, dass die Anzahl an Untereinhei-
ten direkt erkennbar ist. Andererseits ist aber auch eine Rückkopplung zu den biochemisch orientierten
Gruppen vorhanden, um die vorhandenen Methoden zu optimieren bzw. alte Experimente neu zu be-
werten. So ist nach dem Ergebnis aus der Röntgenkristallographie, dass das Oligomer der Hefe aus zehn
Untereinheiten besteht [242], für den Modellorganismus E. coli basierend auf älteren Daten die glei-
che Stöchiometrie gezeigt worden [473]. Inzwischen bestätigen aktuelle Experimente mit chemischer
Quervernetzung, dass in E. coli dieses c10-Oligomer vorliegt [470]. Auch der thermophile Bacillus PS3
verfügt über zehn Monomere im Oligomer [474]. Ein Monomer mehr besitzt die Na+-ATP-Synthase aus
Ilyobacter tartaricus [475], von der auch eine Röntgenstruktur mit 2,4-Å-Auflösung bekannt ist [440].
Neben Ilyobacter sind c11-Oligomere auch in Propionigenium modestum [439], Clostridium paradoxum
[476] und Acetobacterium woodii [477] gefunden worden. Bemerkenswerterweise verwenden alle diese
zuletzt aufgeführten Organismen Na+ als Ion des elektrochemischen Gradienten für die ATP-Synthese.
Die Stöchiometrie als Undekamer könnte also ein Kennzeichen der Na+-ATP-Synthasen sein, die auch
eine ähnliche Sequenz für die Koordination der Na+-Ionen besitzen [478]. Dagegen besteht das Oligo-
mer einer als Na+-Pumpe arbeitenden Vakuolen-ATPase aus Enterococcus hirae nur aus zehn Monomeren
[479].
Die der Lehrbuch-Meinung entsprechende Stöchiometrie von zwölf Untereinheiten konnte bisher noch
nicht in F-Typ-ATP-Synthasen nachgewiesen werden. Aber einige Bakterien verfügen in ihrer Plasmamem-
bran über Enzymkomplexe zur ATP-Synthese, die eher Vakuolen-ATPasen ähneln. Ein Beispiel hierfür ist
Thermus thermophilus, in dessen V-ATPase sich ein c12-Oligomer befindet [480]. Für die c13-Stöchiometrie
lag zunächst nur eine Vorhersage aus der Genomsequenzierung vor. Bei dem Archaeon Methanopyrus
kandleri soll das komplette Oligomer in einer einzigen Sequenz kodiert sein, so dass alle Monomere zu
einer Einheit verschmolzen sind [245]. Mittlerweile konnten ebenso auf der Proteinebene Oligomere
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aus dreizehn Untereinheiten gefunden werden, und zwar für den thermoalkaliphilen Bacillus sp. TA2.A1
[447, 481].
Die c13-Stöchiometrie findet sich auch in photosynthetischen Organismen wieder. Bei den c-Oligomeren
aus Cyanobakterien kommen Stöchiometrien im Bereich von 13 bis 15 Untereinheiten vor [437]. Das
III14-Oligomer der Chloroplasten-ATP-Synthase aus Spinat passt ebenfalls in diesen Bereich und bestätigt
damit die Verwandtschaft der photosynthetischen Organismen. Zunächst wurde in Cyanobakterien die
c15-Stöchiometrie gefunden. Das Modellsystem hierfür war Spirulina platensis [436], deren Protonen-
rotor kürzlich strukturell mit einer Auflösung von 2,1 Å aufgeklärt werden konnte [482]. Mit diesem
großen Bereich von 10 bis 15 Monomeren ist die Frage nach dem Prinzip, weshalb sich eine bestimm-
te Stöchiometrie ergibt, noch nicht beantwortet. Ein wichtiger Punkt scheint die Art zu sein, wie das
Oligomer in der ATP-Synthase zur Rotation gebracht wird. Nach der chemi-osmotischen Theorie sollten
das Membranpotential sowie der Unterschied in den Protonenkonzentrationen, also ∆Ψ und ∆pH, äqui-
valente Komponenten sein [12]. Bei photosynthetischen Organismen weiß man, dass ein recht hoher
pH-Gradient zu Verfügung steht, z.B. 1,8 bis 2,1 pH-Einheiten in der Thylakoidmembran [483]. Daher
liegt es nahe, dass dieser Gradient für die Chloroplasten-ATP-Synthase entscheidend ist [484], während
in Mitochondrien ∆Ψ am wichtigsten ist. Wenn also in Mitochondrien eine geringe und in Chloroplasten
eine hohe Anzahl an Monomeren im Oligomer vorliegt, könnte die Stöchiometrie eine Anpassung auf die
Art des „Kraftstoffs“ für die ATP-Synthase sein. Allerdings wird auch in Chloroplasten der elektrischen
Komponente ∆Ψ eine wichtige Rolle bei der Speicherung der Protonen-motorischen Kraft zugeschrie-
ben [485]. Daher stellt sich die Frage, ob ∆Ψ und ∆pH tatsächlich äquivalent sind [480, 486]. Einige
Ergebnisse weisen darauf hin, dass∆Ψ von allen ATP-Synthasen gebraucht wird und somit das Membran-
potential die Haupttriebkraft für die Rotation des Oligomers ist [487]. So scheinen die Komponenten der
Protonen-motorischen Kraft kinetisch nicht äquivalent zu sein [486].
4.2.3 Supramolekulare Organisation der ATP-Synthase
Dimere der mitochondrialen ATP-Synthase
Bei der Analyse der nativen Gele des Vergleichs zwischen photoautotroph und photomixotroph ge-
wachsenen C. reinhardtii konnte neben den Chloroplasten-Proteinen (inklusive CF1FO) auch die mit-
ochondriale ATP-Synthase identifiziert werden [413]. Allerdings war auf den BN-Gelen die Komplex-V-
Bande im Bereich deutlich höherer Massen als für ein MF1FO-Monomer zu erwarten war. An Hand der
Massenstandards ergab sich, dass es sich bei der Bande wohl um das Dimer der mitochondrialen ATP-
Synthase handelt, also um (MF1FO)2 [413]. Zusammen mit dem im gleichen Jahr von einer anderen
Arbeitsgruppe veröffentlichten Untersuchung [488] sind dies die ersten Belege für ein stabiles Dimer
(MF1FO)2 in Algen. Bei höheren Pflanzen hingegen (Arabidopsis thaliana, Kartoffeln, Bohnen und Gers-
te) ist das mitochondriale ATP-Synthase Dimer nur bei geringen Detergens-Konzentrationen stabil [489].
Ein Grund für die Stabilität des Dimers könnte seine Untereinheiten-Zusammensetzung sein. So weiß
man mittlerweile, dass der mitochondrialen ATP-Synthase aus Algen zwar einige typische Untereinhei-
ten des peripheren Stiels fehlen, sie dafür allerdings bislang nicht identifizierte Untereinheiten besitzt
[490]. Die speziellen Proteine befinden sich nicht nur in C. reinhardtii, sondern auch in anderen Algen,
wie in der engverwandten Art Polytomella sp. Im Gegensatz zu C. reinhardtii, bei der die Mitochondrien
aufwändig von den Chloroplasten getrennt werden müssen, ist Polytomella sp. eine farblose Variante und
wächst nur heterotroph [490]. Da die Sequenz der Untereinheiten aus beiden Algen recht ähnlich ist,
eignet sich die ATP-Synthase aus Polytomella sp. sehr gut als Modellsystem [491]. Bei Polytomella sp. ist
das ATP-Synthase-Dimer nicht nur die stabilere Form, sondern (MF1FO)2 ist auch die aktive Form der ATP-
Synthase [492]. An diesem System ließ sich durch die Einzelpartikelanalyse elektronenmikroskopischer
Aufnahmen ein erster Einblick in den Aufbau des Dimers erzielen [493].
Neben der Struktur des Polytomella-Dimers erschien im gleichen Jahr eine Studie, bei der in analo-
ger Weise das Dimer der mitochondrialen ATP-Synthase aus Rinderherz untersucht wurde [494]. Ein
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großer Unterschied dieser beiden Untersuchungen war der Bindungswinkel zwischen den einzelnen
ATP-Synthasen. So betrug der Winkel bei Rind 40° [494] und bei Polytomella 70° [493]. Durch den 70°-
Winkel ist die wesentliche Kontaktstelle zwischen zwei ATP-Synthasen der membranintegrale Bereich,
während die F1-Teile entfernt voneinander sind. Die Bedeutung der Kontaktstelle in FO belegen auch
gelelektrophoretische Analysen, die eine direkte Verbindung zwischen den a-Untereinheiten aufzeigen
[464]. Nachfolgende Untersuchungen bestätigten den 70°-Winkel nicht nur für Polytomella sondern auch
für Hefe [495]. Da für das Dimer eine wichtige Funktion bei der Bildung der mitochondrialen Cristae-
Strukturen vorgeschlagen wird (z.B. [496]), ist neben der Einzelpartikelanalyse isolierter (MF1FO)2 die
Untersuchung im zellulären Kontext von großer Bedeutung. Wenn daher Proben unterschiedlicher Kom-
plexität verglichen werden, sollte das Ergebnis an Einzelmolekülen mit dem der Organellen überein-
stimmen. Eine derartige Bestätigung für den 70°-Winkel findet sich auch in Hefe, bei der isolierte Dimere
eine vergleichbare Struktur zur ATP-Synthase in Sphäroblasten aus Mitochondrien besitzen [497]. So
sind in intakten Mitochondrien wohl lange Ketten aus ATP-Synthase-Dimeren vorhanden [371]. Auch
durch die AFM konnte die Existenz solcher Kettenstrukturen bestätigt werden [498]. Nach den Un-
tersuchungen an modifzierten Mitochondrien wie den oben erwähnten Sphäroblasten richtet sich nun
der Fokus auf die intakten Organellen. Bei derartigen Analysen erweisen sich die Fortschritte in der
Kryo-Elektronentomographie als großer Vorteil. Durch diese Technik können bestimmte Proteinkomple-
xe in ganzen Organellen mittels Bildanalyse identifziert werden. Damit ist es mittlerweile auch möglich,
Ketten von ATP-Synthase-Dimeren in den Mitochondrien zu lokalisieren [499]. Mit einem optimierten
Elektronenmikroskop lässt sich eine Auflösung der reihenartigen Organisation von ca. 6 nm erreichen
[500].
Dimere der Chloroplasten-ATP-Synthase
Abbildung 4.11: Identifizierung von Dimeren der Chloroplasten-ATP-Synthase aus C. reinhardtii und Spinat. In
(A) und (B) wurden auf ein BN-Gel Digitonin-Solubilisate von C. reinhardtii-Kulturen aufge-
tragen, A: Gel direkt nach der BN-PAGE, B: gleiches Gel mit Coomassie R-250 gefärbt. Aufge-
tragen sind die Chloroplasten-ATP-Synthase aus Spinat als Referenz (Spur 1), Chloroplasten ei-
ner mixotrophen Anzucht (Spur 2), Mitochondrien einer mixotrophen Anzucht (Spur 3) und
Chloroplasten/Mitochondrien-Mischung einer autotrophen Anzucht (Spur 4). Die BN-Gele (C) bis
(F) zeigen Digitonin-Solubilisate von Spinat-Proben, C: Gel direkt nach der BN-PAGE, D: gleiches
Gel mit Coomassie R-250 gefärbt, E: Nachweis der Untereinheit α auf einer Blotmembran des BN-
Gels mittels Meerrettich-Peroxidase/Chemilumineszenz, F: Nachweis der Untereinheit I. Aufgetra-
gen sind die Chloroplasten-ATP-Synthase aus Spinat als Referenz (Spur 1), Mitochondrien-Fraktion
aus Spinat (Spur 2), Chloroplasten-Fraktion aus Spinat (Spur 3).
Im Gegensatz zu den sehr stabilen Dimeren der mitochondrialen ATP-Synthase aus Algen, war die
Existenz von F1FO-Dimeren in Chloroplasten und Bakterien lange umstritten. Auch die eigenen Unter-
suchungen an C. reinhardtii ergaben zunächst nur eine Bande für das Monomer der Chloroplasten-ATP-
Synthase [413]. Da aber Proteinkomplexe oft recht empfindlich sind, muss die Isolierungsprozedur dieser
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Problematik angepasst sein. Zwar wurden schon milde Detergenzien bei der Solubilisierung eingesetzt
(Digitonin), aber um fragile Komplexe intakt zu erhalten, müssen natürlich auch die anderen Schritte der
Präparation schonend sein. Ein ganz wichtiger Punkt in diesem Zusammenhang ist der Aufschluss der
Zellen. Die verwendete Zellwand-Mutante von C. reinhardtii lässt sich leichter aufschließen als der Wild-
typ, erfordert aber trotzdem noch Drücke von 180 bar [413]. Gerade für die Chloroplasten-ATP-Synthase
wurde berichtet, dass sie sehr druckempfindlich ist [501]. Daher wurde nach einer milderen Variante ge-
sucht und zunächst der Druck auf 90 bar halbiert [219]. Mit diesem schonenden Aufschluss sinkt zwar
die Proteinausbeute, aber CF1FO bleibt besser erhalten. Darüber hinaus konnten erstmals Dimere der
Chloroplasten-ATP-Synthase nachgewiesen werden [219]. In nativen Gelen kann es als Bande mit dop-
pelter Masse des Monomers (ca. 1300 kDa) etwas unterhalb des mitochondrialen Dimers (ca. 1700 kDa)
identifiziert werden (siehe Abb. 4.11 Gele (A) und (B)). Wenn statt der Druckbehandlung C. reinhardtii
mit Glasperlen stark geschüttelt wird, erfolgt das Aufbrechen der Zellen sehr effizient, und auch dann ist
das Dimer nachweisbar [502]. Das Bandenmuster von Monomer und Dimer scheint im denaturierenden
Gel identisch zu sein, es unterscheidet sich aber sehr deutlich von dem mitochondrialen Dimer. Während
also für die mitochondriale ATP-Synthase zusätzliche Untereinheiten als Kontaktfläche im Dimer wichtig
sind, konnten beim CF1FO-Dimer bisher keine spezifischen neuen Untereinheiten identifiziert werden.
Dass das Chloroplasten-Dimer weniger stabil als sein Pendant aus Mitochondrien ist, zeigten schon
die Analysen mittels nativer Elektrophorese bei der Optimierung der Isolierungsprozedur. Neben dem
Druck haben aber auch Ionen einen Einfluss auf die Stabilität. So führt die Zugabe steigender Mengen
von Vanadat oder Phosphat-Ionen dazu, dass der Anteil an CF1FO-Dimer immer weiter sinkt, während die
Menge an (MF1FO)2 konstant bleibt [219]. Beim Versuch, diesen Effekt auch mit anderen Ionen (z.B. Mo-
lybdat) zu erzielen, änderte sich die Menge beider Dimere nicht. Da somit die Art des Ions entscheidend
für den Zerfall des CF1FO-Dimers ist, lohnt sich die Überlegung zu möglichen Bindestellen von Vanadat
und Phosphat. Als Zielort kommt vor allem der CF1-Teil in Frage, da hier die Phosphatbindung zur Her-
stellung von ATP erforderlich ist und Vanadat ein Inhibitor zu dieser Bindestelle ist. In einem vorläufigen
Modell sollten daher wichtige Kontaktstellen des Chloroplasten-Dimers in CF1 liegen, im Gegensatz zu
den Kontakten in FO bei (MF1FO)2 [219].
Um eine physiologische Bedeutung des Dimers der Chloroplasten-ATP-Synthase nachweisen zu kön-
nen, sollten Unterschiede des Monomer/Dimer-Verhältnisses bei geänderten Wachstumsbedingungen
festgestellt werden. Hierfür wurde wie schon zuvor (siehe Abschnitt 4.2.2 ab S. 42) C. reinhardtii bei
photoautotrophen und photomixotrophen Bedingungen kultiviert werden. Bei diesen Bedingungen war
die Stöchiometrie der Protomere von Untereinheit III gleich geblieben (Abschnitt 4.2.2). In Hinblick auf
die supramolekulare Organisation der Chloroplasten-ATP-Synthase zeigten aber native Gelen einen deut-
lichen Unterschied. Am besten erkennbar war dies an der Dimer-Menge im Gel: beim photomixotrophen
Wachstum gab es mehr Dimere als in der photoautotrophen Kultur [502]. Um diese Änderung exakter
quantifizieren zu können, wurden die beiden Kulturen mit stabilen Isotopen markiert und der Anteil
der Isotope dann massenspektrometrisch analysiert. Durch die Zugabe von 15NH4Cl als Stickstoffquelle
für die photoautrophe Kultur, im Gegensatz zur photomixotrophen Kultur mit „normalem“ Ammonium-
chlorid (also vorwiegend 14N) erfolgte die Markierung. Über die MALDI-Massenspektrometrie war eine
eindeutige Zuordnung der Proteine beider Kulturen und auch die Quantifizierung möglich [502]. Die-
se Analyse bestätigte den höheren Anteil an Dimer in der photomixotrophen Kultur. Darüber hinaus
zeigt sich, dass die Dimere wohl aus schon vorhandenen Monomeren gebildet werden und somit eine
metabolische Regulation des Anteils an (CF1FO)2 vorliegt [502]. Die Dimerisierung eröffnet dabei die
Möglichkeit, die Aktivität der ATP-Synthase zu regulieren.
Bei späteren Untersuchungen gab es teilweise Probleme, das Dimer der Chloroplasten-ATP-Synthase
reproduzierbar zu erhalten [453]. Mittlerweile hat sich die Belichtung als entscheidender Faktor her-
ausgestellt. Die zuvor beschriebenen Kulturen [219, 502] wuchsen in einem Licht-Dunkel-Rhythmus.
Dagegen waren bei den neueren Kulturen Dauerlichtbedingungen verwendet worden, um ein schnelle-
res Wachstum zu erreichen. Gleichzeitig sinkt dadurch aber der Anteil an (CF1FO)2, was ebenfalls eine
Regulation der ATP-Synthese-Aktivität sein könnte. Neben C. reinhardtii wurden auch bei anderen pho-
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tosynthetischen Organismen nach Dimeren gesucht. Indizien für ein Chloroplasten-ATP-Synthase-Dimer
gibt es zum Beispiel bei Spinat (siehe Abb. 4.11 Gele (C) bis (F)). Hier konnte sowohl mit Antikörpern
gegen CF1-Untereinheiten als auch mit solchen gegen CFO eine Bande mit deutlich höherer Masse als
das Monomer festgestellt. Diese Untersuchungen werden zur Zeit in Zusammenarbeit mit N.G. Heidrich
fortgesetzt (Manuskript in Vorbereitung).
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4.3 Supramolekulare Architektur der mitochondrialen Atmungskette
4.3.1 Die mitochondriale Atmungskette von Pflanzen
Abbildung 4.12: Atmungskettensuperkomplexe in Spinat und Grünalgen. In (A) bis (D) wurden auf BN-Gele das
Digitonin-Solubilisat von stark grün-gefärbten Mitochondrien aus Spinat (Probe 1) im Vergleich
mit Digitonin-solubilisierten Rinderherzmitochondrien (Probe 2) aufgetragen, A: Gel direkt nach
der BN-PAGE, B: Gel nach Inkubation in der Testlösung für Komplex IV, C: Gel nach Inkubation
in der Testlösung für Komplex I, D: gleiches Gel wie in A – aber mit Coomassie R-250 gefärbt.
Die BN-Gele (E) bis (G) zeigen Digitonin-Solubilisate von C. reinhardtii (Probe 3) und E. gracilis
(Probe 4), E: Gel direkt nach der BN-PAGE, F: Gel nach Inkubation in der Testlösung für Komplex
I, G: gleiches Gel wie in E – aber mit Coomassie R-250 gefärbt. Die Pfeile markieren die in einer
Referenzspur mit Rinderherzmitochondrien identifizierten Komplexe.
Aus Spinat als Ausgangsmaterial für die Isolierung der Chloroplasten-ATP-Synthase können auch Mit-
ochondrien erhalten werden. Dabei muss der Überstand nach der Sedimentation der Chloroplasten er-
neut zentrifugiert werden, aber diesmal bei höheren Zentrifugalbeschleunigungen. Die resultierende
Mitochondrien-Fraktion ist noch stark grün gefärbt. Wenn nun eine Solubilisierung mit Dodecylmalto-
sid durchgeführt wird, ergibt sich ein ebenfalls dunkelgrünes Solubilisat mit Protein(komplex)en beider
Organellen (Daten nicht gezeigt). Wird aber Digitonin als Detergens eingesetzt, ist die Solubilisierungs-
effizienz für die Thylakoidmembranen deutlich geringer, erkennbar an der nur schwach grünen Färbung
des Solubilisats. Somit kann Digitonin nur einen Teil der Proteine aus den Membranen lösen, während
der Rest nach einer Zentrifugation als unlösliches Sediment vorliegt. Bei der Analyse des Solubilisats
zeigt sich außerdem, dass dieses den größten Teil der mitochondrialen Proteine, aber einen kleineren
Anteil an Chloroplasten-Proteinen enthält ([85], siehe auch Abb. 4.12). Mit Digitonin werden aus den
Chloroplasten im wesentlichen Rubisco und zusätzlich Photosystem I, die Chloroplasten-ATP-Synthase
so wie wenig Cytochrom b6f, aber nicht Photosystem II solubilisiert. Photosystem II befindet sich meist
in den dicht gepackten Grana-Stapel und ist dadurch vermutlich schlecht durch das Detergens erreich-
bar. Von den Proteinen der inneren Mitochondrienmembran konnten die Atmungskettenkomplexe I bis V
identifiziert werden [85]. Durch unterschiedliche Untersuchungen, wie z.B. in-Gel-Aktivitätstests, lassen
sich die Banden des BN-Gels zuordnen. Dabei ist für Komplex I erkennbar, dass er nicht nur als Mono-
mer sondern auch in Superkomplexen vorhanden ist (siehe Abb. 4.12). Diese Zuordnung der Banden
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erfolgt dann für alle Atmungskettenkomplexe, so dass darauf zurückgeschlossen werden kann, wie diese
Komplexe supramolekular organisiert sind (in Abb. 4.12 wurden exemplarisch einige Banden beschrif-
tet). Beim Vergleich der Rinderherzmitochondrien mit den pflanzlichen Proben zeigt sich die Ähnlichkeit
im Aufbau der Superkomplexe. Daher ist nicht nur der Aufbau der Einzelkomplexe bei sehr verschie-
denen Lebewesen konserviert, sondern auch ihre Organisation über Protein-Protein-Wechselwirkungen.
Dadurch, dass in den gefundenen Strukturen auch Komplex IV der Atmungskette enthalten ist, handelt
es sich bei den Superkomplexen entsprechend dem Modell nach [368] um Respirasomen.
Welcher Superkomplex aber der dominierende ist, unterscheidet sich von Organismus zu Organismus.
Dies ist bei der Untersuchung von Grünalgen gegenüber dem Spinat feststellbar. Der Effekt der selek-
tiven Solubilisierung durch Digitonin ist neben Spinat auch bei Euglena gracilis zu beobachten. Auch
hier ist die Mitochondrienfraktion aus der Isolierungsvorschrift dunkelgrün gefärbt. Wenn diese Fraktion
mit Digitonin solubilisiert wird, erweisen sich einige photosynthetische Proteinkomplexe als Digitonin-
resistent und verbleiben bei der Abtrennung durch Zentrifugation im Sediment. Nach dem Auftragen des
Überstands mit den solubilisierten Proteinen wandern verhältnismäßig wenig grüne Banden im Massen-
bereich der Atmungskettenkomplexe (siehe Probe 4 auf dem noch nicht zusätzlich gefärbten nativen Gel
E in Abb. 4.12). Beim Vergleich mit dem Bandenmuster von C. reinhardtii (Probe 3 in Abb. 4.12) lässt
sich dies gut nachvollziehen. Auch bei den mitochondrialen Proteinkomplexen sind deutliche Unterschie-
de vorhanden. So ist das Dimer der mitochondrialen ATP-Synthase bei C. reinhardtii als intensive Bande
vorhanden und bei E. gracilis kaum erkennbar (siehe Abb. 4.12). Dies zeigt, dass MF1FO-Dimere nicht
generell in allen Grünalgen stabil sind, sondern nur in den mit C. reinhardtii-verwandten Arten. Bei E.
gracilis könnte die Organisation der mitochondrialen ATP-Synthase also eher mit der bei höheren Pflan-
zen vergleichbar sein, bei welchen (MF1FO)2 empfindlich gegenüber der Behandlung mit Detergenzien ist
[489]. Der individuelle Komplex I ist in C. reinhardtii sehr deutlich, wobei eine grün-gefärbte Bande mit
etwas niedrigerer Masse aber ebenfalls NADH-Dehydrogenase-Aktivität zeigt. Hierbei wäre es möglich,
dass ein Subkomplex von Komplex I zufälligerweise mit einem Chlorophyll-haltigen Proteinkomplex ko-
migriert. Diese enzymatische Aktivität könnte aber auch auf eine pflanzliche NAD(P)H-Dehydrogenase
zurückzuführen sein, die in Arabidopsis mit dem Photosystem I einen Superkomplex bildet [503, 504].
Bei den Atmungskettensuperkomplexen ist in C. reinhardtii eine Bande mit ähnlicher Masse wie I1III2
aus Rinderherz am prägnantesten. Diese Bande enthält vermutlich neben Komplex I auch III und IV
[505, 506]. Zusätzlich gibt es eine schwächere Bande eines Superkomplexes mit etwas höherer Masse
als (MF1FO)2. Im Vergleich dazu ist in E. gracilis fast kein individueller Komplex I vorhanden, stattdessen
bilden ein Komplex mit ähnlicher Masse wie I1III2 und ein Superkomplex x mit unbekannter Zusammen-
setzung die Hauptbanden (siehe Abb. 4.12, Manuskript in Vorbereitung). Bei Pflanzen, wie Arabidopsis
thaliana [507] oder Mais [508], ist ebenfalls festgestellt worden, dass Komplex I überwiegend in Su-
perkomplexen vorkommt. Eine Ausnahme bilden die Aronstabgewächse: hier ist Komplex I fast nur als
Superkomplex I1III2 vorhanden und nicht in einem Komplex mit noch höherer Masse [509]. Eher sel-
tener sind Superkomplexe aus Pflanzenmitochondrien, die auch Komplex IV enthalten, sie konnten in
Kartoffeln identifiziert werden [510] (und Spinat wie oben beschrieben). Solche Respirasomen scheinen
in Kartoffeln sehr stabil zu sein und ermöglichen einen erweiterten Einblick in den Aufbau der Atmungs-
kette, die sogenannten „Megakomplexe“ [511].
4.3.2 Die Struktur und Aktivität von Superkomplexen der mitochondrialen Atmungskette von
Rinderherz
Die Analyse der Superkomplexe im Gel liefert zwar schon Informationen über die Zusammensetzung
und erlaubt qualitative Aussagen über die Aktivität, aber viele weitere Messungen werden durch die An-
wesenheit einer Gelmatrix beeinträchtigt. So ist es zum Beispiel schwierig, quantitative Messungen der
Enzymaktivität durchzuführen. Solche Analysen sind aber wichtig, um Aufschlüsse über die Funktion von
Superkomplexen zu erhalten. Eine wichtige Funktion könnte ein effizienterer Transport von Substraten
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sein, so dass diese direkt vom produzierenden zum verbrauchenden Enzymkomplex weitergeleitet wer-
den. Beispielsweise findet in E. coli ein direkter Transfer von NADH aus einer Malat-Dehydrogenase zum
Komplex I statt [512].
Um unabhängig von der Gelmatrix zu werden, wurde zunächst versucht, Superkomplexe auf alterna-
tiven Wegen in geeigneter Reinheit zu isolieren: durch Dichtegradienten-Zentrifugation [505] und durch
Chromatographie [410, 513]. Allerdings resultierte bei keinem dieser zusammen mit J. Braun und A.
Ulrich im Rahmen der Diplomarbeit sowie E. Schäfer im Rahmen der Dissertation an der TU Darmstadt
durchgeführten Versuche eine hinreichend reine Fraktion mit möglichst nur einem Superkomplex. Da-
her blieb die native Gelelektrophorese auf Grund ihrer hervorragenden Trenneigenschaften die Methode
der Wahl, mit der Notwendigkeit einer anschließenden Elution. Bei BN-Gelen empfiehlt sich eine Elek-
troelution (siehe Abb. 4.2 auf Seite 28). Mit diesen Proben kann verfolgt werden, welchen Einfluss die
supramolekulare Organisation auf die Aktivität der entsprechenden Atmungskettenkomplexe hat. Die
Aktivität von Komplex I ist im Superkomplex I1III2IV1 deutlich höher als in I1III2. Und für Komplex III ist
im kleineren Superkomplex I1III2 kaum Aktivität messbar, während III in I1III2IV1 wesentlich höhere Wer-
te zeigt [514]. Diese Messungen belegen ähnlich wie spätere Untersuchungen anderer Gruppen [515],
dass die im Gel vorhandenden Superkomplexe zusammenhängende funktionelle Einheiten bilden.
Um zu analysieren, ob die individuellen Komplexe tatsächlich in definierter Weise zu Superkomplexen
zusammengefügt sind, wurden die aus den BN-Gelen eluierten Proben mit der Elektronenmikrosko-
pie untersucht. Dabei dienten die in größeren Mengen verfügbaren Superkomplexe aus Rinderherzmi-
tochondrien (I1III2 und I1III2IV1) als Ausgangsmaterial einer Einzelpartikelanalyse [514]. Durch diese
Untersuchungen konnten zwei Vorzugsorientierungen der beiden Superkomplexe auf den Trägernetz-
chen für die EM erkannt werden: eine Aufsicht vom Intermembranraum ausgehend und eine Seiten-
ansicht entlang der Membran. Entsprechend zu diesen Ansichten konnten die negativ-kontrastierten
Partikel reproduzierbar klassifiziert werden und daraus gemittelte Bilder erstellt werden. Wenn nun die-
se Projektionsstrukturen der beiden Superkomplexe verglichen werden, ist die Differenz ein einzelner
Komplex IV. Nach Erstellen einer solchen Differenzkarte [514] erfolgte der Vergleich der identifizierten
Struktur mit der Röntgenstruktur der Cytochrom-c-Oxidase [516]. Tatsächlich ist Komplex IV immer in
gleicher Weise mit den Komplexen I und dem Dimer von III zusammengefügt. Die somit erhaltenen
Strukturen von I1III2 und I1III2IV1 konnten dann mit der kurz zuvor publizierten Struktur des Superkom-
plexes I1III2 aus Arabidopsis thaliana verglichen werden [517]. Durch die Herkunft aus unterschiedlichen
Organismen (Säugetier gegenüber Pflanze) variierten die Untereinheiten-Zusammensetzung sowie die
Struktur der Komplexe. In Fortsetzung der Arbeiten an den beiden Superkomplexen konnte E. Schäfer
auch eine 3D-Ansicht des größeren Komplexes I1III2IV1 aus Rinderherz erstellen, in der die Wechselwir-
kungen zwischen den einzelnen Komponenten erkennbar sind [518].
Im Gegensatz zu Pflanzen und Säugetieren ist in der Bäckerhefe kein Komplex I vorhanden, dafür
dominieren hier Wechselwirkungen zwischen den Komplexen III und IV [519]. Dabei sind an das Dimer
von Komplex III meist eine bis zwei Kopien der Cytochrom-c-Oxidase gebunden. Solche Superkomple-
xe III2IV1 und III2IV2 konnten ebenfalls schon durch eine Einzelpartikel-Analyse charakterisiert werden
[520]. Bei Pflanzen-Mitochondrien ist im Gegensatz zu den Atmungsketten-Komplexen aus Rinderherz
häufig eine Assoziation anderer Proteine an diese Komplexe zu beobachten. Beispielsweise lässt sich in
der Alge Polytomella und der Pflanze Arabidopsis die Carboanhydrase angelagert an Komplex I lokali-
sieren [521, 522]. Außerdem ist die Carboanhydrase in Mais auch in der Einzelpartikel-Struktur des
Superkomplexes I1III2 identifizierbar [508].
Bei den zuvor erwähnten Megakomplexen aus Kartoffeln konnten mehrere einzelne Strukturen von
Superkomplexen zu einer größeren Gesamtstruktur zusammengefügt werden [511]. Die Analyse be-
ruht ebenfalls auf der Elektronenmikroskopie mit der Zuordnung negativ kontrastierter Einzelpartikel.
Als Grundlage dienen die Strukturen der Superkomplexe I1III2, III2IV1, I1III2IV1 und des ATP-Synthase-
Dimers aus Kartoffeln, wobei als komplett neue Struktur der Komplex I2III2 hinzu kommt [511]. Solche
Wechselwirkungen, die dazu führen, dass zwei Komplexe I als Dimer identifiziert werden können, wa-
ren schon in der Pflanze Arabidopsis [489] beobachtet worden. Auch in Pilzen sind Komplex-I-Dimere
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zu finden: in Podospora anserina [523], Neurospora crassa [524] und Yarrowia lipolytica [525]. Aus der
Strukturinformation über der Aufbau der einzelnen Superkomplexe kann nun auf die Anordnung in ei-
nem der größten Bausteine des Respirasoms, dem Komplex I2III2IV2, und seiner Zusammenlagerung zu
langen Ketten geschlossen werden [511].
Auf verschiedenen Wegen ist also feststellbar, das in der Atmungskette sehr viele einzelne Protein-
komplexe zu einer größeren Einheit assembliert sind. Fraglich ist nur, ob diese Wechselwirkungen sehr
fest sind, wie es das „Solid-state“-Modell vorhersagt, oder die Zusammensetzung doch entsprechend
bioenergetischer Notwendigkeiten variiert („Plasticity“-Modell [355]). Neben den Proteinkomponenten
spielen bei solchen großen Komplexen aber auch andere Bestandteile eine wichtige Rolle. So wurde
in der Einleitung schon der Einfluss von Lipidmolekülen erwähnt, im eng gedrängten Innenraum der
biologischen Zelle könnten aber auch Ribonukleinsäuren und Ionen an der Ausbildung sehr großer Ma-
kromolekülstrukturen beteiligt sein [526]. Eine vergleichbare Organisation wie in der mitochondrialen
Atmungskette ist ebenso bei der Photosynthese wieder zu finden. Hier sind die Photosysteme über große
Reichweiten hinweg organisiert [527], was sich beispielsweise über die AFM visualisieren lässt [528].
Und auch ganze zusammengehörige Stoffwechselwege, wie beispielsweise die zyklische Photophospho-
rylierung, können eine Einheit bilden. So konnte ein solcher Komplex, bestehend aus dem Photosystem I,
Lichtsammelkomplexen, Cytochrom b6f, der Ferredoxin-NADP-Reduktase und einem zusätzlichen Mem-
branprotein, kürzlich in Chlamydomonas reinhardtii nachgewiesen werden [529].
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5 Ausblick
Zum Verständnis der Funktionsweise von Proteinen und ihrer Interaktion mit pharmakologisch wichtigen
Substanzen bilden hochauflösende Einblicke in die Struktur eine wichtige Grundlage. Trotz der zentra-
len Rolle von ATP-Synthasen bei der Energieumwandlung in der Atmungskette und der Photosynthese ist
deren Gesamtstruktur immer noch nicht mit ausreichender Auflösung bekannt. Sogar die Anordnung der
membranintegralen Untereinheiten ist nicht zweifelsfrei bewiesen. Im Rahmen meiner Forschung ließen
sich strukturelle Details des membranintegralen Bereichs klären, wie die Stöchiometrie von Untereinheit
III. Bei einer Verbesserung der Auflösung von AFM- oder EM-Bildern der vollständigen ATP-Synthase
könnte aber auch die Position der Untereinheit IV im Vergleich zu III sichtbar gemacht werden, sowie
die Anzahl der Helices in Untereinheit IV, was beides bislang unbekannt ist. Zusätzlich eignen sich die
ATP-Synthase-Proben aus den selbst etablierten Vorschriften für die „normale“ Kristallisation mit an-
schließender Röntgenstrukturanalyse. Zwar wurden schon Vorversuche in dieser Richtung durchgeführt,
aber durch Nutzung von Pipittierrobotern ließen sich deutlich mehr Kristallisationsparameter variieren,
um so hochgeordnete Kristalle zu erhalten. Bei der ATP-Synthase aus Spinat stehen für entsprechende
Ansätze geeignete Mengen an Proben zur Verfügung. Für die ATP-Synthase aus dem Cyanobakterium
Thermosynechococcus elongatus müssten die Möglichkeiten der Miniaturisierung ausgeschöpft werden,
um Mengen von wenigen Milligramm auf umfangreiche Testserien aufzuteilen. Allerdings könnte die
höhere Stabilität der cyanobakteriellen ATP-Synthase diese Tests vereinfachen. So führte die Kristallisa-
tion der Photosysteme aus T. elongatus schon deutlich eher zu hochaufgelösten Strukturen als die der
Homologe aus Pflanzen.
Für die Isolierung empfindlicher Proteinkomplexe stellt die native Gelelektrophorese mit anschließen-
der Elution eine hervorragende Verbesserung zu den bisherigen Standardverfahren dar. Wenn bei der
chromatographischen Reinigung kein intakter Proteinkomplex resultiert (z.B. wie bei der ATP-Synthase
aus der Grünalge Chlamydomonas reinhardtii) können stattdessen durch die hochauflösende Trennung
im Gel Proteinkomplexe sehr rein im Maßstab von mehreren Hundert Mikrogramm erhalten werden. So-
mit lassen sich dann Bestimmungen der enzymatischen Aktivität und strukturelle Analysen realisieren.
Präparative native Gele werden sicherlich im Zusammenhang mit der Isolierung von Superkomplexen,
z.B. aus der mitochondrialen Atmungskette, an Bedeutung gewinnen, um deren Funktion und Struktur
aufzuklären. So sind für den Nachweis einer Substratkanalisierung umfassende Messungen nötig, und in
Bezug auf die ATP-Synthase müsste ermittelt werden, ob das Monomer oder ein Oligomer die enzyma-
tisch aktive Form darstellt. Außerdem kann dann die Frage geklärt werden, welche Rolle die Superkom-
plexe für den Organismus spielen. Änderungen der Superkomplex-Zusammensetzung sind beispielsweise
bei Erkrankungen oder Alterungsprozessen erwähnt worden. Diese Veränderungen können sehr deutli-
che Auswirkungen auf die enzymatische Aktivität und somit auf die korrekte Funktionsweise haben, was
aber bislang noch nicht quantitativ untersucht wurde. Zusätzlich unterstützt eine Stukturaufklärung mit
höheren Auflösungen als bei bisherigen Untersuchungen die Analyse von Protein-Protein-Interaktionen
und ermöglicht es auch festzustellen, ob Superkomplexe in Kontakt mit weiteren Proteinen treten. Vor
allem im zellulären Kontext einer intakten Membran sind noch weitere funktionelle und strukturelle
Analysen großer Proteinkomplexe erforderlich, beispielsweise um solche Wechselwirkungen in vivo zu
zeigen. Durch zeitaufgelöste Messungen ließe sich ermitteln, ob die in Gelen beobachteten Superkomple-
xe wirklich die vorherrschende Anordnung in Membranen sind, ob sie dauerhaft stabil sind oder ob eine
dynamische Reorganisation stattfindet. Ein solcher Prozess könnte bei der Steuerung der Chloroplasten-
ATP-Synthase von Bedeutung sein, wie durch die Dimere aus C. reinhardtii demonstriert wurde. Bei den
Chloroplasten-ATP-Synthase-Dimeren ist auch noch zu klären, ob sie wirklich universell vorkommen und
ob es zusätzlich beteiligte Proteine gibt, die vielleicht die Dimerisierung steuern.
52
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A.1 Farbstoff-Entfernung, katalytische Aktivität und 2D-Kristallisation der Chloroplasten-H+-ATP-
Synthase gereinigt durch blau-native Elektrophorese
Dye removal, catalytic activity and 2D crystallization of chloroplast H+-ATP synthase purified by
blue native electrophoresis
A. Poetsch, D. Neff, H. Seelert, H. Schägger und N. A. Dencher
Biochim. Biophys. Acta 1466 (2000) 339-349
Literaturstelle im vorangehenden Text: [391]
Zusammenfassung
Die Protonen-ATP-Synthase aus Thylakoidmembranen von Spinat-Chloroplasten (CFOF1) und ihre Sub-
komplexe CFO und CF1 wurde durch blau-native Elektrophorese (BN-PAGE) isoliert [Neff, D. und Den-
cher, N.A. (1999) Biochem. Biophys. Res. Commun. 259, 569-575] und anschließend aus dem Gel elek-
troeluiert. Basierend auf der Gelfiltration wurde eine Methode entwickelt, um die Hauptmenge des
Farbstoffs Coomassie G-250 (CBG) zu entfernen, als Voraussetzung für viele biophysikalische Unter-
suchungen. Der Farbstoff wurde aus elektroeluiertem CFOF1, CFO oder CF1 entfernt und durch das De-
tergens CHAPS ausgetauscht. Die ATP-Hydrolyse-Aktivität von CF1 und die ATP-Synthese-Aktivität von
rekonstituiertem CFOF1 wurden vor und nach der Farbstoff-Entfernung ermittelt. Die Sekundärstruktur
von CFO wurde durch CD-Spektroskopie in Anwesenheit und Abwesenheit des Farbstoffs untersucht.
CBG verhindert weder die katalytische Aktivität (für isoliertes CFOF1 und CF1), noch beeinflusste es die
Untereinheiten-Zusammensetzung und den hohen α-Helix-Gehalt von CFO. Bei Kristallisationsansätzen
konnten 2D-Strukturen von CFOF1 und von CFO sowohl vor als auch nach der Farbstoff-Entfernung er-
halten werden. In den Aggregaten von CFO wurden runde Strukturen mit einem mittleren Durchmesser
von 6,7 nm beobachtet. Unsere Ergebnisse belegen, dass die Kombination von BN-PAGE und Farbstoff-
Entfernung durch Gelfiltration eine nützliche Methode ist, um katalytisch aktive Proteinkomplexe für
weitere funktionelle und strukturelle Untersuchungen zu erhalten.
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A.2 Strukturbiologie: Protonen-getriebene Turbine eines Pflanzen-Motors
Structural biology. Proton-powered turbine of a plant motor
H. Seelert, A. Poetsch, N.A. Dencher, A. Engel, H. Stahlberg und D.J. Müller
Nature 405 (2000) 418-419
Literaturstelle im vorangehenden Text: [220]
Zusammenfassung
Wir isolierten das rotierende Oligomer IIIx aus Präparationen der Spinat-Chloroplasten-ATP-Synthase
und rekonstituierten es bei hohen Protein-zu-Lipid-Verhältnissen in zweidimensionale Gitter. Bei der Un-
tersuchung der Topographie von dicht-gepackten Oligomeren der Untereinheit III mittels Kontaktmodus-
Raster-Kraft-Mikroskopie zeigten sich alternierende ring-ähnliche Strukturen mit zwei unterschiedlichen
Durchmessern. Auf den AFM-Aufnahmen ist sowohl direkt als auch durch computergestützte Mittelung
erkennbar, dass die Protonenturbine der Chloroplasten-ATP-Synthase eine asymmetrische zylindrische
Struktur mit 14 symmetrisch verteilten Untereinheiten ist.
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A.3 ATP-Synthase: eingeschränkte Stöchiometrie des Transmembranrotors
ATP synthase: constrained stoichiometry of the transmembrane rotor
D.J. Müller, N.A. Dencher, T. Meier, P. Dimroth, K. Suda, H. Stahlberg, A. Engel, H. Seelert und U.
Matthey
FEBS Lett. 504 (2001) 219-222
Literaturstelle im vorangehenden Text: [467]
Zusammenfassung
Aus aktuellen Strukturdaten lässt sich folgern, dass die Anzahl identischer Untereinheiten (c oder III)
im Kationen-getriebenen Rotor von F1FO-ATP-Synthasen von der biologischen Herkunft abhängen. Die
Raster-Kraft-Mikroskopie erlaubte die direkte Visualisierung einzelner Untereinheiten der zylindrischen
Transmembran-Rotoren aus der Spinat-Chloroplasten- und Ilyobacter tartaricus-ATP-Synthase in einer
nahezu nativen Umgebung. Manchmal zeigten einzelne Rotoren eine strukturelle Lücke mit der Größe
von einer oder mehreren Untereinheiten. Vollständige Rotoren oder bogenförmige Fragmente der un-
vollständigen Rotoren ergaben den gleichen Durchmesser innerhalb einer ATP-Synthase-Spezies. Diese
Ergebnisse belegen, dass der Rotordurchmesser und die Stöchiometrie von der Form der Untereinheiten
und ihren Wechselwirkungen mit den nächsten Nachbarn bestimmt wird.
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A.4 Charakterisierung der Untereinheit III und ihres Oligomers aus der Spinat-Chloroplasten-
ATP-Synthase
Characterisation of subunit III and its oligomer from spinach chloroplast ATP synthase
A. Poetsch, S. Rexroth, J. Heberle, T.A. Link, N.A. Dencher und H. Seelert
Biochim. Biophys. Acta 1618 (2003) 59-66
Literaturstelle im vorangehenden Text:[435]
Zusammenfassung
Protonen-ATP-Synthasen sind für die Energieumwandlung in Mitochondrien, Chloroplasten und Bak-
terien zuständig. Ein Schlüsselelement des membranintegralen Motors CFO in Chloroplasten ist das Oli-
gomer der Untereinheit III: es wandelt die Energie eines transmembranen elektrochemischen Protonen-
gradienten in eine Rotationsbewegung um. Um die besonderen Eigenschaften der Struktur-Funktions-
Beziehung von Untereinheit III aus Spinatchloroplasten zu ermitteln, wurden neue Isolierungsmethoden
etabliert, durch welche hoch-reine monomere und oligomere Untereinheit III in Milligramm-Mengen
erhalten wird. Durch Fourier-Transform-Infrarot- (FTIR) und CD-Spektroskopie konnte die vorwiegend
α-helikale Sekundärstruktur von Untereinheit III gezeigt werden. Für das Monomer III wurde eine Kon-
formationsänderung beim Verdünnen des SDS-solubilisierten Proteins festgestellt. Unter den gleichen
Bedingungen veränderte sich die Konformation des III-Oligomers aber nicht. Die Masse der monomeren
Untereinheit III betrug 8003 Da, ermittelt durch MALDI Massenspektrometrie (MALDI-MS). Dies zeigt,
dass keine posttranslationalen Modifizierungen auftraten. Durch die Ionisierung während der MALDI-MS
zerfiel das nichtkovalent-verknüpfte Homooligomer III14 in seine III-Monomere.
A Eigene Publikationen 77
A.5 Die Thylakoidmembran bei verändertem metabolischem Zustand: Herausforderung der Ver-
gessenen Reiche des Proteoms
Thylakoid membrane at altered metabolic state: Challenging the forgotten realms of the
proteome
S. Rexroth, J. M. W. Meyer zu Tittingdorf, F. Krause, N. A. Dencher und H. Seelert
Electrophoresis 24 (2003) 2814-2823
Literaturstelle im vorangehenden Text: [413]
Zusammenfassung
Die Analyse des membranintegralen Proteoms hängt hauptsächlich von der geeigneten Auftrennung
der Proteine ab. Die blau-native Polyacrylamid-Gelelektrophorese (BN-PAGE) ist eine Methode, die in der
Lage ist, Membranproteine effizient zu trennen. Allerdings beschränkte sich ihre Anwendung größten-
teils auf die mitochondriale Maschinerie der oxidativen Phosphorylierung. Durch Einsatz der BN-PAGE
auf Thylakoidmembranen nach milder Solubilisierung mit Digitonin konnten wir erfolgreich die Antwort
der Grünalge Chlamydomonas reinhardtii auf geänderte Kultivierungsbedingungen verfolgen. Zusätz-
lich wurden durch „peptide mass fingerprinting“ und Matrix-unterstützte Laserdesorption/ionisierungs-
Massenspektrometrie (MALDI-MS) extrem hydrophobe Untereinheiten der Photosystemkomplexe mit
5–11 Transmembranhelices identifiziert, welche in vorangehenden Untersuchungen noch nicht beim in-
Gel-Verdau erfasst wurden.
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A.6 Vierzehn Protomere bilden das Oligomer III des Protonenrotors der Chloroplasten-ATP-Syn-
thase aus Spinat
Fourteen protomers compose the oligomer III of the proton-rotor in spinach chloroplast ATP
synthase
H. Seelert, N.A. Dencher und D.J. Müller
J. Mol. Biol. 333 (2003) 337-344
Literaturstelle im vorangehenden Text: [446]
Zusammenfassung
Drei ganz unterschiedliche Chloroplasten-ATP-Synthase-Proben mit steigender Komplexität wurden
durch Raster-Kraft-Mikroskopie visualisiert. Die Proben unterschieden sich in Bezug auf die Isolierungs-
methode, das verwendete Detergens und die resultierende Untereinheiten-Zusammensetzung. Das Ho-
mooligomer III wurde nach einer SDS-Behandlung der ATP-Synthase isoliert. Die Protonenturbine III
+ IV wurde durch blau-native Elektrophorese erhalten und vollständiges CFO durch Anionenaustausch-
Chromatographie einer NaSCN-gespaltenen ATP-Synthase isoliert. In allen drei ATP-Synthase-Subkom-
plexen bildeten 14 und nur 14 ringförmig angeordnete Untereinheiten III den intakten Transmembran-
rotor. Daher besteht die membranständige Protonenturbine aus 14 Protomeren. Die beobachtete Stö-
chiometrie von 14 ist also kein biochemisches Artefakt oder wird durch natürliche Variationen beim
Wachstum des Spinats beeinflusst, wie zuvor vorgeschlagen. Bei den untersuchten Proben wurde eine
Korrelation zwischen der Anwesenheit von Untereinheit IV und dem Aussehen der zentralen Vertiefung
bei den Oligomer-Zylindern III14 mit engerer Öffnung beobachtet. Im Gegensatz zu aktuellen Vorher-
sagen kann die Untereinheit IV im Chloroplasten-FO im Inneren der III14-Zylinder und nicht an ihrer
Peripherie gefunden werden, zumindest bei den untersuchten rekonstituierten 2D-Gittern.
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A.7 Die Stöchiometrie des Oligomers III der Chloroplasten-ATP-Synthase aus Chlamydomonas
reinhardtii wird nicht durch den metabolischen Zustand beeinflusst
The stoichiometry of the chloroplast ATP synthase oligomer III in Chlamydomonas reinhardtii is
not affected by the metabolic state
J.M.W. Meyer zu Tittingdorf, S. Rexroth, E. Schäfer, R. Schlichting, C. Giersch, N. A. Dencher und
H. Seelert
Biochim. Biophys. Acta 1659 (2004) 92-99
Literaturstelle im vorangehenden Text: [415]
Zusammenfassung
Die Chloroplasten-H+-ATP-Synthase ist eine Schlüsselkomponente für die Energieversorgung höherer
Pflanzen und Grünalgen. Ein Oligomer aus identischen Proteinuntereinheiten III ist für die Umwand-
lung eines elektrochemischen Protonengradienten in Rotationsbewegung verantwortlich. Es ist höchst
kontrovers, ob die Stöchiometrie des Oligomers III durch den metabolischen Zustand eines Organismus
beeinflusst wird. Zum ersten Mal konnte hier das intakte Oligomer III der ATP-Synthase aus Chlamydo-
monas reinhardtii isoliert werden. Aufgrund der Bedeutung der Stöchiometrie von Untereinheit III bei
der Energieumwandlung wurde ein Gradientengelsystem etabliert, um Oligomere mit unterschiedlichen
Stöchiometrien zu unterscheiden. Mit dieser Methode wurde die mögliche Veränderlichkeit der Stöchio-
metrie in Hinblick auf den metabolischen Zustand der Zellen untersucht. Mehrere Wachstumsparameter,
d.h. die Lichtintensität, der pH-Wert, die Kohlenstoffquelle und die CO2-Konzentration wurden variiert
um ihre Auswirkungen auf die Stöchiometrie zu ermitteln. Im Gegensatz zu früheren Ergebnissen für
E. coli bestand das Oligomer III der Chloroplasten-H+-ATP-Synthase immer aus einer konstanten Anzahl
Monomere über einen großen Bereich metabolischer Zustände. Außerdem zeigte die Massenspektro-
metrie, dass Untereinheit III aus C. reinhardtii nicht posttranslational modifiziert ist. Die Daten legen
nahe, dass die Stöchiometrie der Untereinheit III von ATP-Synthasen aus Algen anders ist als bei höheren
Pflanzen.
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A.8 Dimere der H+-ATP-Synthase im Chloroplasten von Chlamydomonas reinhardtii
Dimeric H+-ATP synthase in the chloroplast of Chlamydomonas reinhardtii
S. Rexroth, J.M.W. Meyer zu Tittingdorf, H.J. Schwaßmann, F. Krause, H. Seelert und N.A. Dencher
Biochim. Biophys. Acta 1658 (2004) 202-211
Literaturstelle im vorangehenden Text: [219]
Zusammenfassung
Die H+-ATP-Synthase ist der Hauptort für die ATP-Produktion in Mitochondrien und Chloroplasten.
Bisher wurde die Dimerisierung von ATP-Synthase nur in Mitochondrien beobachtet, sowohl bioche-
misch als auch elektronenmikroskopisch. Trotz der immer noch rätselhaften physiologischen Bedeu-
tung wurde behauptet, dass die Dimerisierung eine einzigartige Eigenschaft des Mitochondrions ist
[Biochim. Biophys. Acta 1555 (2002) 154]. Es ist schwer vorstellbar, dass die nah verwandten Prote-
inkomplexe von Mitochondrien und Chloroplasten solch starke Unterschiede in der strukturellen Orga-
nisation aufweisen sollen. Wir stellen die ersten Hinweise auf eine Dimerisierung der Chloroplasten-
ATP-Synthase innerhalb der Thylakoidmembran vor. Durch Untersuchung der Thylakoidmembran von
Chlamydomonas reinhardtii mittels blau-nativer Polyacrylamid-Gelelektrophorese wurde die Dimerisie-
rung der Chloroplasten-ATP-Synthase detektiert. Chloroplasten-ATP-Synthase-Dimer dissoziieren in die
Monomere durch Inkubation mit Vanadat oder Phosphat, aber nicht durch Inkubation mit Molybdat,
während das mitochondriale Dimer nicht durch die Inkubation beeinflusst wird. Dies legt einen unter-
schiedlichen Dimerisierungs-Mechanismus für die Mitochondrien- und die Chloroplasten-ATP-Synthase
nahe. Da Vanadat und Phosphat an die katalytisch aktive Stelle binden, werden die Kontaktstellen für
das Chloroplasten-ATP-Synthase-Dimer im hydrophilen CF1-Teil vermutet. Weil sich das Ausmaß der Di-
merisierung mit der Phosphatkonzentration ändert, kann die Dimerisierung eine Reaktion auf niedrige
Phosphatkonzentrationen sein.
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A.9 „Respirasom“-ähnliche Superkomplexe in den Mitochondrien von Spinatblättern
“Respirasome”-like supercomplexes in green leaf mitochondria of spinach
F. Krause, N.H. Reifschneider, D. Vocke, H. Seelert, S. Rexroth, und N.A. Dencher
J. Biol. Chem. 279 (2004) 48369-48375
Literaturstelle im vorangehenden Text: [85]
Zusammenfassung
Die Mitochondrien höherer Pflanzen besitzen viele einzigartige Eigenschaften gegenüber ihren Ge-
genstücken aus Tieren. Dies ist größtenteils mit der engen funktionellen wechselseitigen Abhängigkeit
von Mitochondrien und Chloroplasten verbunden, bei der zwei ATP-generierende Prozesse stattfinden,
die Oxidative Phosphorylierung bzw. Photosynthese. Bei zwei verschiedenen Pufferbedingungen wurden
Mitochondrien aus grünen Blättern des Spinats (Spinacia oleracea), die mit Chloroplasten verunreinigt
sind, zur Solubilisierung von Superkomplexen der Oxidativen Phosphorylierung mit Digitonin inkubiert.
Wir zeigen, dass diese Digitonin-Behandlung selektiv mitochondriale Membranproteinkomplexe extra-
hiert und nur geringe Mengen an stromalen Thylakoidmembranproteinen. Die Digitonin-Extrakte von
teilweise gereinigten Mitochondrien aus grünen Blättern des Spinats wurden mit blau- und farblos-
nativer Elektrophorese analysiert. Dadurch konnten wir zum ersten Mal nachweisen, dass im Gewebe
grüner Pflanzen ein substanzieller Anteil des Atmungskettenkomplexes IV mit den Komplexen I und
III in „Respirasom“-ähnliche Superkomplexe assembliert ist, was zuvor nur in Säugetieren, Pilzen und
nicht-grünen Pflanzenmitochondrien beobachtet worden war. Somit sind die grundlegenden Eigenschaf-
ten der supramolekularen Organisation der Standard-Atmungsketten-Komplexe I, III und IV als Respi-
rasom in allen höheren Eukaryonten konserviert. Da die pflanzliche Atmungskette hochverzweigt ist,
mit zusätzlichen alternativen Enzymen, werden die funktionellen Implikationen des Vorhandenseins von
Atmungsketten-Superkomplexen in Pflanzenmitochondrien diskutiert.
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A.10 Architektur aktiver Atmungsketten-Superkomplexe aus Säugetieren
Architecture of Active Mammalian Respiratory Chain Supercomplexes
E. Schäfer, H. Seelert, N.H. Reifschneider, F. Krause, N.A. Dencher und J. Vonck
J. Biol. Chem. 281 (2006) 15370-15375
Literaturstelle im vorangehenden Text: [514]
Zusammenfassung
In der inneren mitochondrialen Membran generieren die Atmungskettenkomplexe einen elektroche-
mischen Protonengradienten, der genutzt wird um das meiste des zellulären ATP zu synthetisieren. Ge-
mäß einer steigenden Zahl biochemischer Studien sind diese Komplexe in Superkomplexe assembliert.
Allerdings ist wenig über die Architektur dieser Strukturen bekannt. Hier beschreiben wir die elektro-
nenmikroskopische Charakterisierung der zwei Atmungsketten-Superkomplexe I1III2 und I1III2IV1 aus
Rinderherzmitochondrien, welche auch die beiden vorherrschenden Superkomplexe humaner Mitochon-
drien sind. Nach Reinigung und Nachweis der enzymatischen Aktivität wurde ihre Struktur in Projektion
durch Einzelpartikel-Bildanalyse ermittelt. Eine Differenzkarte zwischen den Superkomplexen I1III2 und
I1III2IV1 passt sehr genau mit der Röntgen-Struktur des Monomers von Komplex IV und zeigt auch dessen
Lage in der Gesamtstruktur. Durch Vergleich unterschiedlicher Ansichten des Superkomplexes I1III2IV1
werden die Position und gegenseitige Anordnung des Komplexes I und des Dimers von Komplex III dis-
kutiert. Die detaillierte Kenntnis der Architektur aktiver Superkomplexe ist eine wichtige Voraussetzung
für ein tieferes Verständnis der Energieumwandlung in Säuger-Mitochondrien.
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A.11 Biophysik und Bioinformatik offenbaren strukturelle Unterschiede der zwei Untereinheiten
des peripheren Stiels der Chloroplasten-ATP-Synthase
Biophysics and Bioinformatics Reveal Structural Differences of the Two Peripheral Stalk Subunits
in Chloroplast ATP Synthase
A. Poetsch, R. J. Berzborn, J. Heberle, T. A. Link, N. A. Dencher und H. Seelert
J. Biochem. 141 (2007) 411-420
Literaturstelle im vorangehenden Text: [449]
Zusammenfassung
ATP-Synthasen wandeln einen elektrochemischen Protonengradienten in eine Rotationsbewegung des
zentralen Stiels um, um die ubiquitäre Energiewährung ATP zu produzieren. Durch das Drehmoment ent-
steht eine Zugspannung, die durch den Stator kompensiert wird. Hierzu verbindet ein peripherer Stiel
flexibel den hydrophilen katalytischen F1-Teil mit dem membranintegralen Protonen-transportierenden
FO-Teil der ATP-Synthase. Während in Eubakterien ein Homodimer von b-Untereinheiten den peripheren
Stiel bildet, besitzen Pflanzen-Chloroplasten und Cyanobakterien ein Heterodimer der Untereinheiten I
und II. Um die funktionellen und strukturellen Konsequenzen dieser einzigartigen Eigenschaft der pho-
tosynthetischen ATP-Synthasen besser verstehen zu können, wurde eine Methode zur Reinigung der Un-
tereinheit I aus Spinat-Chloroplasten entwickelt. Die Sekundärstruktur von Untereinheit I, die nicht zu
bakteriellen b-Untereinheiten homolog ist, wurde mit der heterolog exprimierten Untereinheit II durch
CD- und FTIR-Spektroskopie verglichen. Der α-Helix-Anteil betrug gemäß der CD-Spektroskopie 67%
für Untereinheit I und 41% für Untereinheit II. Zusätzlich wurde die Bioinformatik eingesetzt, um die
Sekundärstruktur vorherzusagen und mögliche „coiled-coil“-Bereiche zu lokalisieren. Drei helikale Be-
reiche wurden für Untereinheit I vorhergesagt, aber nur zwei ununterbrochene Domänen für die kürze-
re Untereinheit II. Die vorhergesagte Länge der „coiled-coil“-Bereiche variierte zwischen verschiedenen
Spezies und den Untereinheiten I und II.
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A.12 Wechselwirkungen der Rotor-Untereinheiten in der Chloroplasten-ATP-Synthase moduliert
durch Nukleotide und durch Mg2+
Interactions of rotor subunits in the chloroplast ATP synthase modulated by nucleotides and by
Mg2+
M. Gertz, H. Seelert, N. A. Dencher und A. Poetsch
Biochim. Biophys. Acta 1774 (2007) 566-574
Literaturstelle im vorangehenden Text: [450]
Zusammenfassung
ATP-Synthasen – rotierende Nanomaschinen – bestehen aus zwei Hauptteilen, F1 und FO, die durch
zwei Stiele verbunden werden: den zentralen und den peripheren Stiel. In Spinat-Chloroplasten bildet
der zentrale Stiel (Untereinheiten γ,ε) mit dem Zylinder der Untereinheiten III den Rotor und vermit-
telt die protonenmotorische Kraft von FO zu F1, wodurch Konformationsänderungen der katalytischen
Zentren in F1 induziert werden. Die ε-Untereinheit ist ein wichtiger Regulator und beeinflusst benach-
barte Untereinheiten ebenso wie die Aktivität des Gesamtkomplexes. Durch eine Kombination aus che-
mischer Quervernetzung und Massenspektrometrie haben wir die Wechselwirkungen von Untereinheit
ε der Spinat-Chloroplasten-ATP-Synthase mit III und γ untersucht. Nach Identifizierung der interagie-
renden Reste in den Untereinheiten ε und III definierte eine Verbindung den Abstand zwischen ε-Cys6
und III-Lys48 von mindestens 9,4 Å. In Konkurrenz dazu wurde ε-Cys6 mit Untereinheit γ querver-
netzt. Veränderte Ausbeuten der Vernetzung zeigten den Einfluss von Nukleotiden und von Mg2+ auf
die Quervernetzung von Untereinheit ε. Die Anwesenheit von Nukleotiden induzierte offensichtlich eine
Verlagerung des N-Terminus von Untereinheit ε, durch die ε-Cys6 sowohl von III-Lys48 als auch von
Untereinheit γ getrennt wurde, und sich somit die Quervernetzungsausbeute der Untereinheiten ε und
γ sowie ε und III verringerte. Allerdings führten steigende Konzentrationen des Kofaktors Mg2+ zu einer
bevorzugten Quervernetzung von ε-Cys6 mit Untereinheit γ anstelle von III-Lys48, und weisen so auf
eine Annäherung der Untereinheiten ε und γ und Abtrennung von III-Lys48 hin.
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A.13 Der Metabolismus reguliert die Dimerisierung der Chloroplasten-FOF1-ATP-Synthase in
Chlamydomonas reinhardtii
Metabolism controls dimerization of the chloroplast FOF1 ATP synthase in Chlamydomonas
reinhardtii
H.J. Schwaßmann, S. Rexroth, H. Seelert und N. A.Dencher
FEBS Lett. 581 (2007) 1391-1396
Literaturstelle im vorangehenden Text: [502]
Zusammenfassung
Dimere und Oligomere von F-Typ ATP-Synthasen wurden zuvor in den Mitochondrien verschiedener
Organismen und für die CFOF1-ATP-Synthase in den Chloroplasten von Chlamydomonas reinhardtii be-
obachtet. Im Gegensatz zu den Mitochondrien dissoziieren die Dimere der Chloroplasten-ATP-Synthase
allerdings bei erhöhten Phosphat-Konzentrationen. Dies legt eine Regulation der Dimerisierung durch
physiologische Prozesse in der Zelle nahe. Die Markierung mit stabilen Isotopen an lebenden Zellen und
blau-native Elektrophorese wurden zur Quantifizierung der Unterschiede im Verhältnis von monomerer
zu dimerer CFOF1-ATP-Synthase eingesetzt. Chlamydomonas-reinhardtii-Zellen wurden photoautotroph
in Anwesenheit von 15N kultiviert und photomixotroph bei natürlicher 14N-Isotopenhäufigkeit. Im Ver-
gleich zur photoautotrophen Anzucht wurde ein erhöhter Zusammenbau von ATP-Synthase-Dimeren auf
Kosten der vorher vorhandenen Monomere während des photomixotrophen Wachstums beobachtet, was
eine metabolische Steuerung des Dimerisierungsprozesses zeigt.
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A.14 Detektion und Analyse von Protein-Protein-Wechselwirkungen im Proteom von Organellen
und Prokaryonten durch blau-native und farblos-native Elektrophorese
Detection and Analysis of Protein-Protein Interactions of Organellar and Prokaryotic Proteomes
by Blue Native and Colorless Native Gel Electrophoresis
F. Krause und H. Seelert
in Current Protocols in Protein Science (Hrsg.: Coligan, J. E., Dunn, B. M., Speicher, D. W. und Wingfield,
P. T.) John Wiley and Sons, Inc., Supplement 51 (2008) UNIT 14.11: 1-36; wiederveröffentlicht als
UNIT 19.18.
Literaturstelle im vorangehenden Text: [392]
Zusammenfassung
Native Gele ermöglichen die Analyse von Proteinkomplexen im Proteom-Maßstab bei einem einzi-
gen Experiment. Die Vorschriften in diesem Abschnitt basieren auf der Trennung von Proteinkomplexen
durch blau-native Polyacrylamid-Gelelektrophorese (BN-PAGE), dem vielfältigstem nativen Gelsystem,
und der nahe verwandten milderen farblos-nativen PAGE (CN-PAGE). Beide, BN-PAGE und CN-PAGE,
sind im analytischen bis präparativen Maßstab beschrieben. Zusätzlich sind Methoden zur nachfolgen-
den Analyse von Proteinkomplexen aufgeführt, inklusive der Elektroelution aus nativen Gelen, sowie der
denaturierenden und nativen zweidimensionalen PAGE. Schließlich wird die Entfernung des Coomassie-
Farbstoffs von den elektroeluierten Proteinen beschrieben. Zum Abschluss sind grundsätzliche Überle-
gungen zur Solubilisierung von Membranproteinkomplexen aus unterschiedlichen biologischen Proben
diskutiert, am Beispiel von Mitochondrien, Chloroplasten (Thylakoiden) und Cyanobakterien.
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A.15 Bemerkenswerte Stabilität der Protonen-translozierenden F1FO-ATP-Synthase aus dem ther-
mophilen Cyanobakterium Thermosynechococcus elongatus BP-1
Remarkable stability of the proton translocating F1FO-ATP synthase from the thermophilic
cyanobacterium Thermosynechococcus elongatus BP-1
T. Suhai, N. A. Dencher, A. Poetsch und H. Seelert
Biochim. Biophys. Acta 1778 (2008) 1131-1140
Literaturstelle im vorangehenden Text: [428]
Zusammenfassung
Zur funktionellen Charakterisierung haben wir die F1FO-ATP-Synthase aus dem thermophilen Cyano-
bakterium Thermosynechococcus elongatus isoliert. Durch die hohen Mengen an Phycobilisomen war eine
Kombination der Farbstoffliganden- mit der Anionenaustausch-Chromatographie erforderlich um hoch-
reine ATP-Synthase zu erhalten. Alle neun einzelnen F1FO-Untereinheiten wurden durch Massenspektro-
metrie nachgewiesen. Durch Western-Blotting wurde das SDS-stabile Oligomer der Untereinheiten c in T.
elongatus aufgedeckt. Im Gegensatz zur Massenangabe aus der Datenbank (10.141 Da) ergab die MALDI-
TOF-MS eine Masse für das Monomer der Untereinheit c von nur 8238 Da. Eine bemerkenswerte Eigen-
schaft der ATP-Synthase war ihre Fähigkeit, über einen großen Temperaturbereich ATP zu synthetisieren
und ihre Stabilität gegenüber chaotropen Reagenzien. Nach Rekonstitution von F1FO in Liposomen zeigt
die ATP-Synthese-Aktivität angetrieben durch einen künstlichen elektrochemischen Protonengradienten
die funktionelle Integrität. Die höchste ATP-Synthese-Geschwindigkeit wurde bei der natürlichen Wachs-
tumstemperatur von 55°C gemessen, aber sogar bei 95°C fand ATP-Produktion statt. Im Gegensatz zu
anderen prokaryontischen und eukaryontischen ATP-Synthasen, welche durch den Coomassie-Farbstoff
in den membranintegralen und hydrophilen Teil zerlegt werden können, besaß die F1FO-ATP-Synthase
eine außergewöhnliche Stabilität. Auch mit den chaotropen Reagenzien Natriumbromid und Guanidini-
umthiocyanat waren deutlich rauere Bedingungen zur Disassemblierung der thermophilen ATP-Synthase
erforderlich.
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A.16 Präparative Isolierung von Proteinkomplexen und anderen Biomolekülen durch Elution aus
Polyacrylamidgelen
Preparative isolation of protein complexes and other bioparticles by elution from polyacrylamide
gels
H. Seelert und F. Krause
Electrophoresis 29 (2008) 2617-2636
Literaturstelle im vorangehenden Text: [132]
Zusammenfassung
Aufgrund ihrer unerreichten Trennschärfe ist die Gelelektrophorese ein unverzichtbares Werkzeug zur
Analyse diverser Biomoleküle. Durch Anpassen der elektrophoretischen Bedingungen wandern sogar fra-
gile Proteinkomplexe, die Bestandteile intrazellulärer Netzwerke, durch die Gelmatrix unter Erhaltung
ihrer Integrität. Wenn die Dicke von solchen nativen Gelen gegenüber der analytischen Variante deutlich
erhöht wird, können auch hohe Probenmengen verarbeitet werden. Allerdings beeinträchtigt das käfig-
artige Netzwerk eine tiefergehende Entschlüsselung der Struktur und Funktion von Proteinkomplexen
und anderen Teilchen. Als Konsequenz sollten die Biomoleküle also aus der Matrix in die Lösung hin-
ein entfernt werden. Mehrere Vorgehensweisen, um an dieses Problem heranzugehen, sind in diesem
Übersichtsartikel zusammengefasst. Während sich die passive Elution auf Diffusionsprozesse stützt, ver-
wendet die Elektroelution ein elektrisches Feld, um die Biomoleküle aus dem Gel heraus zu drängen. Bei
der kontinuierlichen Elution wird direkt für die Elektrophorese ein alternatives Gerät benötigt. In dieser
Apparatur migrieren die Moleküle so lange im elektrischen Feld, bis sie das Gel verlassen und in einem
fließenden Puffer gesammelt werden. Die erfolgreiche Isolierung diverser Proteinkomplexe, wie Photo-
systeme, ATP-abhängige Enzyme oder aktive Atmungsketten-Superkomplexe und einiger anderer Biomo-
leküle demonstriert die Vielseitigkeit der präparativen Elektrophorese. Nach Befreiung der Teilchen aus
dem Gelkäfig sind zahlreiche Anwendungen möglich. Darin eingeschlossen ist die Ermittlung der einzel-
nen Komponenten bis hin zur hochauflösenden Strukturaufklärung von Proteinkomplexen. Daher kann
die präparative Elektrophorese Standard-Reinigungsverfahren ergänzen und ist ihnen in einigen Fällen
sogar überlegen.
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A.17 Von Protonen zu OXPHOS-Superkomplexen und der Alzheimer-Erkrankung: Struktur-Dy-
namik-Funktions-Beziehung von energieumwandelnden Membranen
From protons to OXPHOS supercomplexes and Alzheimer’s disease: structure-dynamics-function
relationships of energy-transducing membranes
H. Seelert, D. N. Dani, S. Dante, T. Hauß, F. Krause, E. Schäfer, M. Frenzel, A. Poetsch, S. Rexroth, H. J.
Schwaßmann, T. Suhai, J. Vonck, und N. A. Dencher
Biochim. Biophys. Acta 1787 (2009) 657-671
Literaturstelle im vorangehenden Text: [198]
Zusammenfassung
Durch hochauflösende Strukturaufklärung hat sich die Vorstellung von bioenergetischen Prozessen
präzisiert. Aber trotz dieser grundlegenden Fortschritte sind viele Fragestellungen ungelöst. Wir haben
eine Vielfalt von Aspekten energieumwandelnder Membranen analysiert, von großen Proteinkomplexen
bis hinab zum Bereich der Protonen und der funktionsrelevanten Pikosekunden-Proteindynamik. Auf-
bauend auf der zentralen Rolle der ATP-Synthase bei der Bereitstellung des biologischen Kraftstoffs ATP
wurde ein Schwerpunkt auf diesen Proteinkomplex gelegt, sowohl aus Chloroplasten als auch aus Mi-
tochondrien. Insbesondere wurde die Stöchiometrie an Protonen, die zur Synthese eines ATP-Moleküls
erforderlich sind, und die supramolekulare Organisation der ATP-Synthase untersucht. Da die Bildung
von Superkomplexen auch andere Komplexe der Atmungskette betrifft, richtete sich unsere Arbeit auf
die Entschlüsselung dieser Art der Organisation, z.B. auf den OXPHOS-Superkomplex I1III2IV1, in Be-
zug auf seine Struktur und Funktion. Aber nicht nur die großen Proteinkomplexe sind die Hauptakteure
der biologischen Energieumwandlung, sondern auch die kleinen Komponenten wie Chinone, die den
Transfer von Elektronen und Protonen bewerkstelligen. Daher wurde ihre Position im Membranpro-
fil durch Neutronendiffraktion ermittelt. Die physiko-chemischen Eigenschaften des Wegs der Protonen
von den Erzeugern des elektrochemischen Gradienten zur ATP-Synthase, sowie ihre Wechselwirkung mit
der Membranoberfläche, konnte durch zeitaufgelöste Absorptionsspektroskopie in Kombination mit op-
tischen pH-Indikatoren aufgeklärt werden. Krankheiten wie die Alzheimer-Demens (AD) werden durch
Störungen der Membran und der Bioenergetik ausgelöst, wie durch unsere Neutronenstreuungs-Studien
gezeigt wurde.
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A.18 Hochsensitive Detektion der ATPase-Aktivität in nativen Gelen
Highly sensitive detection of ATPase activity in native gels
T. Suhai, N. G. Heidrich, N. A. Dencher und H. Seelert
Electrophoresis 30 (2009) 3622-3625
Literaturstelle im vorangehenden Text: [452]
Zusammenfassung
Die native Elektrophorese ist eine leistungsfähige Methode zur Trennung intakter Proteinkomplexe.
Durch Inkubieren derartiger Gele in einer geeigneten Reaktionslösung können spezifische Enzymaktivi-
täten umfassend untersucht werden. Die aktuelle Standardprozedur zur Bestimmung der ATP-Hydrolyse-
Aktivität in blau- oder farblos-nativen Gelen basiert auf der Bildung eines Bleiphosphat-Präzipitats. Die
dabei resultierenden weißen Banden stellen bei niedrigen Aktivitäten eine Herausforderung für die De-
tektion und Dokumentation dar. Zur Analyse photosynthetischer ATP-Synthasen ist die Methode anzu-
passen, um eine Aufhebung der Inhibition latenter ATPase-Funktionen zu erreichen. Daher haben wir
die Inkubation der Gele in Detergens-Lösung eingeführt, wobei sich Taurodesoxycholat als effizientester
Aktivator herausstellte. Für die Detektion niedriger ATPase-Aktivitäten ist ein zusätzlicher kurzer Inkuba-
tionsschritt im Anschluss an die Bildung von Bleiphosphat emfehlenswert. Durch Zugabe von Ammoni-
umsulfid wandeln sich die weißen Banden in bräunlich-schwarze Banden mit Bleisulfid um. Unsere neue
Prozedur erhält den linearen Quantifizierungsbereich der originalen Bleiphosphat-Vorschrift, erweitert
aber darüber hinaus die Detektionsgrenze.
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